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Mit zunehmender Knappheit an Energieressourcen und den daraus resultierenden ho-
hen Energiekosten entwickelt sich ein Bedarf, energieintensive Verfahren der produ-
zierenden Industrie durch Verfahren geringeren Energiebedarfs und ho¨herer Produkt-
selektivita¨t zu ersetzen. In der stoffumwandelnden Industrie kommen als Substitu-
tionsverfahren biokatalytische Prozesse in Frage. Diese zeichnen sich neben deutlich
geringerem Energiebedarf durch verbesserte Substrat- und Produktspezifita¨ten und
daraus resultierend geringerem Aufwand in der Produktaufbereitung aus [6]. Bei der
Bewertung biokatalytischer Verfahren im Hinblick auf ihre industrielle Anwendbarkeit
nimmt der Biokatalysator, in der Regel ein Enzym, eine zentrale Rolle ein. Dabei gilt
es, die Durchfu¨hrbarkeit sowie die Notwendigkeit der Etablierung eines neuen Verfah-
rens im Verha¨ltnis zu seiner Wirtschaftlichkeit abzuwa¨gen. Die Rentabilita¨t wird durch
die zusa¨tzlichen Kosten der Einfu¨hrung eines enzymatischen Prozesses sowie dem o¨ko-
nomischen Wert des erzielten Produktes bestimmt. Kosteneinsparungen ergeben sich
dann, wenn das gewu¨nschte Produkt durch das neue Verfahren insgesamt billiger pro-
duziert werden kann bzw. ho¨here Umsa¨tze im vorgegebenen Zeitraum erzielbar sind.
Auf die Praxis bezogen ergibt sich die Wirtschaftlichkeit eines biokatalytischen Prozes-
ses aus der beno¨tigten Enzymkonzentration und den damit verbundenen Enzymkosten,
den (physikalischen) Betriebsbedingungen und dem erzielbaren Umsatzgrad [30]. Als
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1 Motivation
Voraussetzung fu¨r eine kommerzielle Anwendung von Enzymprozessen ist ein quanti-
tatives und qualitatives Versta¨ndnis der grundlegenden physikalischen und chemischen
Pha¨nomene, die diesen Prozessen obliegen, notwendig.
Die Hydrolyse von O¨len und Fetten (Triglyceride) ist ein Beispiel, bei dem die Pro-
dukte neben dem technisch etablierten Verfahren alternativ biokatalytisch herstellbar
sind. Die aus der Fetthydrolyse (Lipolyse) hervorgehenden Spaltprodukte Partialgly-
ceride, Fettsa¨uren und Glycerin sind wichtige Grundstoffe chemischer Prozesse und
finden besonders in der pharmazeutischen sowie der Lebens- und Waschmittelindus-
trie zahlreiche Verwendung [83]. Das zur Zeit am ha¨ufigsten eingesetzte Verfahren zur
Fetthydrolyse ist der Colgate-Emery-Prozess. Hierbei werden die Triglyceride bei ho-
hen Dru¨cken (60 bar) und hohen Temperaturen (250 ◦C) im Gegenstromverfahren um-
gesetzt. Die hierbei erzielten Umsa¨tze liegen bei 97%. Nachteil dieses Verfahrens ist der
große Energiebedarf. Die hohe Prozesstemperatur fu¨hrt bei den temperaturempfindli-
chen Fettsa¨uren zu unerwu¨nschten Nebenprodukten. Die biokatalytische Fettspaltung
mit Enzymen hingegen ermo¨glicht ein produktschonendes Verfahren bei moderaten
Reaktionsbedingungen, nahezu neutralem pH-Wert, Temperaturen zwischen 30 und
50 ◦C und Umgebungsdruck [56]. Aufgrund der Regiospezifita¨t von Enzymen sind zu-
dem ho¨here Produktselektivita¨ten realisierbar. Derartige Reaktionen werden durch so-
genannte Lipasen katalysiert.
Die Lipase-katalysierte Hydrolyse findet an O¨l/Wasser-Grenzfla¨chen statt. Dort er-
folgt die Umsetzung des Triglycerids zusammen mit Wasser zu den entsprechenden
Lipolyseprodukten. Die Aktivierung der Lipase erfolgt erst durch Kontakt mit der
Phasengrenzfla¨che [17, 74]. Benzonana und Desnuelle [8] ermittelten eine Abha¨ngigkeit
zwischen Umsetzungsgeschwindigkeit und Gro¨ße der Phasengrenzfla¨che, dem eigentli-
chen Reaktionsort der Lipolyse.
Zur Reaktorauslegung sowie fu¨r eine optimale Prozessfu¨hrung ist die Kenntnis der
Reaktionskinetik notwendig. Die Kinetik dieser heterogenen Reaktion wird maßgeb-
lich durch Qualita¨t und Quantita¨t der Phasengrenzfla¨che [16, 94] sowie dem Enzym-
verhalten (Aktivita¨t, Stabilita¨t) wa¨hrend der Reaktion bestimmt. Die Enzymkinetik
beeinflussende Faktoren sind wiederum von verschiedenen Einflussgro¨ßen abha¨ngig
(Abb. 1.1), die sich in der Regel mit dem Reaktionsfortschritt a¨ndern. Neben den
Betriebsgro¨ßen wie Ru¨hrergeschwindigkeit und Substratverha¨ltnis1 wird die Grenz-
fla¨chengro¨ße unter anderem von der stoffspezifischen Grenzfla¨chenspannung σ beein-
1Mit der Bezeichnung
”
Substratverha¨ltnis“ ist das volumenspezifische Verha¨ltnis der beiden Reak-
tanden Triglycerid und Wasser gemeint.
2
flusst. Diese wird durch die Zusammensetzung bzw. der Belegung der Phasengrenz-
fla¨che bestimmt. Da Enzym und eines der Endprodukte (Fettsa¨ure) in bestimmtem
pH-Wertbereich grenzfla¨chenaktiv sind und sich deshalb vorzugsweise an der Grenz-
fla¨che anlagern, ist die Grenzfla¨chenspannung eine von der Reaktion abha¨ngige Gro¨ße
[29, 51, 63]. Neben der Gro¨ße des Reaktionsortes spielt der Aufbau der Grenzfla¨che
(Organisation und Dynamik der Grenzfla¨chenmoleku¨le) eine entscheidende Rolle bei
der Enzymkinetik [10]. Das Enzymverhalten (Aktivita¨t) wa¨hrend der Reaktion, be-
einflusst durch Temperatur- und pH-Wert-Stabilita¨t, eine inhibierende Wirkung der
Fettsa¨ure [35] sowie a¨ußere Einflu¨sse wie z. B. Ru¨hren oder Pumpen, ist ein entscheiden-
der Faktor fu¨r die Wirtschaftlichkeit eines enzymatisch katalysierten Prozesses. Um eine
bestimmte Produktmenge innerhalb eines gegebenen Zeitraumes zu produzieren sind
Enzymaktivita¨t und -stabilita¨t bei gegebenen Reaktionsbedingungen maßgeblich mit-
bestimmend fu¨r die einzusetzende Enzymmenge und somit fu¨r die Wirtschaftlichkeit.
Dies zeigt die Notwendigkeit, die Lipolysereaktion, die sich aufgrund ihres dynamisch-
heterogenen Charakters nicht mittels konventioneller Enzymkinetik beschreiben la¨sst
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Abbildung 1.1: Schematische Darstellung verschiedener Einflussgro¨ßen der Reakti-
onsgeschwindigkeit der Lipase-katalysierten Lipolyse
Die Charakterisierung der Lipolysereaktion und ihre technische Umsetzung im La-
bormaßstab erfolgte in einer Vielzahl von Forschungsarbeiten. Lipasen wurden da-
bei in freier Form in Micellen sowie in Emulsionen mit organischem Lo¨sungsmit-
tel [50, 40, 45, 47, 62, 64, 40, 84], in Emulsionen ohne organisches Lo¨sungsmittel
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1 Motivation
[1, 18, 28, 32, 43, 48, 76, 88] und in adsorbierter Form auf Membranen oder Feststoff-
partikeln [34, 37, 56, 59, 66, 67, 72, 73, 99] verwendet. Die Untersuchungsziele dieser
Arbeiten sind in erster Linie die Beschreibung und Modellierung der Reaktionskine-
tik zu Reaktionsbeginn sowie die Bestimmung des Einflusses von Reaktionsparametern
wie z. B. pH-Wert, Temperatur, Ru¨hrergeschwindigkeit (gelo¨ste Lipase) und adsorbier-
te Enzymmenge auf festem Tra¨ger (adsorbierte Lipase).
Die Lipolyse in Emulsionen hat den Vorteil einer einfachen Realisierbarkeit bei ge-
ringen Betriebskosten2 sowie in der Regel ho¨heren Phasengrenzfla¨chen gegenu¨ber der
auf Feststoffen adsorbierten Lipase. Als nachteilig erweist sich die komplizierte Mes-
sung der Grenzfla¨chengro¨ße in Zweiphasensystemen, besonders bei großer spezifischer
Phasengrenze. Die Ru¨ckgewinnung von aktiver Lipase und eine zusa¨tzliche Trennung
von O¨l- und Wasserphase im Anschluss an die Reaktion (zur Gewinnung der Produk-
te Fettsa¨ure und Glycerin) gestalten sich zudem schwierig. Wasser-in-O¨l-Emulsionen
(w/o) sind gegenu¨ber O¨l-in-Wasser-Emulsionen (o/w) leichter trennbar [88]. Im Hin-
blick auf eine technische Umsetzung ist der erstgenannte Emulsionstyp vorzuziehen.
Die u¨berwiegende Mehrheit der Untersuchungen im Emulsionssystem erfolgte aller-
dings mit o/w-Emulsionen.
Im Rahmen eines dieser Arbeit vorangegangenen Forschungsprojektes (A.I.F.3-Pro-
jekt) wurde ein Laborreaktor (Schlaufenreaktor) fu¨r die Lipolyse im w/o-Emulsions-
system entwickelt [76]. Dabei erfolgten Reaktion und Phasentrennung im selben Re-
aktionsraum. Der w/o-Emulsion wurden weder Lo¨sungsmittel noch Emulgator zuge-
setzt. Allerdings fu¨hrt dies zu einer Versta¨rkung des dynamischen Emulsionsverhaltens.
Neben der Reaktorentwicklung wurden diverse Substrate und Lipasen verschiedenen
Ursprungs hinsichtlich ihrer Eignung fu¨r den Prozess untersucht. Unter Verwendung
von Lein-, Raps- sowie Sonnenblumeno¨l und einer Lipase aus dem Hefepilz Candida
rugosa wurden fu¨r Konzentrationen der dispersen Phase > 20Vol.-% die ho¨chsten Um-
setzungsgeschwindigkeiten bestimmt.
Fu¨r eine industrielle Anwendung ist eine optimale Prozessfu¨hrung ein wichtiges
Kriterium. Dafu¨r ist die Erfassung und Beschreibung der Reaktionskinetik notwendig.
Erfolgt die Kinetikbeschreibung u¨ber die gesamte Reaktionszeit, so wird das Enzymver-
halten wa¨hrend der Reaktion beru¨cksichtigt. Wie bereits erwa¨hnt, ist die biokatalyti-
sche Hydrolyse im dynamischen Zweiphasensystem nicht mit den u¨blichen Enzymkine-
tikmodellen beschreibbar. Eine Besonderheit ist die Gro¨ßena¨nderung der Phasengrenz-
2ohne Enzymkosten
3A.I.F. – Anwendung industrielle Forschung
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fla¨che (Reaktionsort) wa¨hrend des Reaktionsverlaufes aufgrund der grenzfla¨chenaktiven
Eigenschaften von Biokatalysator und Produkt. Dabei ist die Detektion der Tropfen-
gro¨ße einer wa¨ssrig dispersen Phase bei technisch relevanten Volumenkonzentrationen
> 20Vol.-%, nicht trivial.
Das Ziel dieser Arbeit war es, die Reaktionskinetik pha¨nomenologisch auf der Basis
von kinetischen Untersuchungen fu¨r die biokatalytische Hydrolyse von Rapso¨l in einer
w/o-Emulsion (Anteil wa¨ssrige Phase 25Vol.-%)4 zu beschreiben. Dabei galt es, den
Reaktionsfortschritt und die Phasengrenzfla¨che in hoher zeitlicher Auflo¨sung zu messen
sowie Einflu¨sse wie Temperatur, pH-Wert, Substratverha¨ltnis und Ru¨hrergeschwindig-
keit auf das Enzymverhalten zu bestimmen. Mit dem Ziel, eine wirtschaftliche optima-
le Lipasekonzentration abscha¨tzen zu ko¨nnen, sollten zudem Kenntnisse bezu¨glich des
Lipase- und Fettsa¨ureverhaltens an der Grenzfla¨che wa¨hrend der Reaktion gewonnen
werden.




2.1 Charakterisierung von Enzymen
2.1.1 Biokatalyse
Funktion und Effektivita¨t von Stoffwechselreaktionen in nahezu allen Organismen ha¨n-
gen in erster Linie von biologischen Katalysatoren (Enzymen) ab. Damit eine Reaktion
ablaufen kann, muss zuna¨chst eine spezifische Menge an Energie aufgebracht werden,
welche als Aktivierungsenergie bezeichnet wird. Ist die zur Verfu¨gung stehende Ener-
giemenge ausreichend groß, damit die no¨tige Aktivierungsenergie u¨berwunden werden
kann, befinden sich die Substratmoleku¨le in einem U¨bergangszustand. Bei ausreichen-
der Anzahl reagieren diese dann zu den energetisch niedrigeren Produkten weiter. Enzy-
me senken die erforderliche Aktivierungsenergie ab, so dass sich bei gleicher Temperatur
mehr Moleku¨le im U¨bergangszustand befinden als ohne Katalysator [82]. Biologische
Katalysatoren beschleunigen Reaktionen um das 108 - bis 1010 -fache [44] (Abb. 2.1).
Enzyme bewirken eine sta¨rkere Herabsetzung der Aktivierungsenergie als anorganische
Katalysatoren, weshalb enzymkatalysierte Reaktionen im Allgemeinen schon bei mil-
















































Abbildung 2.1: Energiediagramm einer enzymkatalysierten (- - -) im Vergleich zu
einer unkatalysierten (—) Reaktion [44]
wechselprozess ersichtlich. Sie verschieben dabei jedoch weder das thermodynamische
Reaktionsgleichgewicht, noch gehen sie in das Produkt ein.
Biochemischer Aufbau von Enzymen Chemisch geho¨ren die meisten Enzyme
zur Klasse der Proteine. Sie bestehen aus einer oder mehreren Peptidketten, welche
aus durch Peptidbindungen verknu¨pften Aminosa¨uren bestehen. Es existieren 20 ver-
schiedene proteinogene Aminosa¨uren, die sich durch polare, hydrophobe, basische und
saure Seitenketten unterscheiden. Damit eine katalytische Aktivita¨t erreicht werden
kann, mu¨ssen mindestens 50 Aminosa¨uren miteinander verkettet sein. Meistens set-
zen sich Enzyme jedoch aus deutlich mehr Aminosa¨ureeinheiten zusammen. Molare
Massen zwischen 104 und 105 g/mol sind die Regel [44]. Die Reihenfolge, in der die
Aminosa¨uren miteinander verknu¨pft sind, wird als Prima¨rstruktur bezeichnet. Durch
die Prima¨rstruktur ist die ra¨umliche Anordnung der Aminosa¨uren entweder als α-Helix
oder als β-Faltblatt festgelegt. Diese wird als Sekunda¨rstruktur bezeichnet. Disulfidver-
bindungen, Wasserstoffbru¨cken, elektrostatische Bindungen, Van-der-Waals-Kra¨fte und
hydrophobe Wechselwirkungen zwischen den Seitenketten bestimmen die ra¨umliche
Orientierung der Helix- und der Faltblattstruktur, die sogenannte Tertia¨rstruktur. Die
in Tertia¨rstrukturen organisierten Peptidketten werden als Untereinheiten bezeichnet.
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Manche Enzyme bestehen aus mehreren, miteinander verknu¨pften Untereinheiten. Die
Verbindung mehrerer Untereinheiten wird Quarta¨rstruktur genannt.
Nur wenige Aminosa¨uren (2 − 4 ) des Proteins sind fu¨r die Substratbindung und
die katalytische Funktion verantwortlich [82]. Sie haben innerhalb der Moleku¨lstruktur
eine spezifische ra¨umliche und sequenzielle Anordnung und bilden das sogenannte ka-
talytische (aktive) Zentrum. Hier werden die Substrate aufgenommen, gebunden und
in Produkte umgesetzt.
Wirkungsweise Das katalytische Zentrum besitzt eine spezifische Konformation und
befindet sich entweder auf der Oberfla¨che oder im Inneren des Proteins. Das Substrat
muss entsprechende sterische Merkmale aufweisen, um mit dem katalytischen Zentrum
interagieren zu ko¨nnen. Neben dieser sogenannten Substratspezifita¨t weisen Enzyme
auch eine Wirkungsspezifita¨t auf, d. h., sie katalysieren nur einen bestimmten Reakti-
onstypus. Existieren in einem Substratmoleku¨l mehrere Bindungen des gleichen Typs,
dann verhalten sich Enzyme regiospezifisch oder stereoselektiv, d. h., sie spalten Bin-
dungen an oder in bestimmten Positionen auf.





Bei dem Vorgang der Substratbindung kommt es zu reversiblen Konformationsa¨nde-
rungen des Enzyms. Dadurch wird das Enzym so ausgerichtet, dass sich zum einen
Wasserstoffbru¨cken, ionische Bindungen und hydrophobe Wechselwirkungen zwischen
Enzym und Substrat zur Substratbindung ausbilden. Zum anderen ko¨nnen die fu¨r
die katalytische Funktion verantwortlichen Aminosa¨uren lokal umpositioniert werden.
Dies geschieht durch eine strukturinterne Ladungsverschiebung. Um die Konformati-
onsa¨nderung des katalytischen Zentrums zu realisieren, muss in anderen Enzymberei-
chen ebenfalls eine ra¨umliche Struktura¨nderung erfolgen, ohne dabei jedoch die globale
Enzymstruktur zu zersto¨ren. Dies erkla¨rt den komplexen und aus vielen Aminosa¨uren
bestehenden Aufbau des Gesamtenzyms. Hervorgerufen durch die substratbindenden
Kra¨fte erfolgt neben der enzymseitigen Konformationsa¨nderung ebenfalls eine struktu-
relle Substrata¨nderung. Durch Wechselwirkungen zwischen Substrat und katalytischem
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Zentrum kommt es zu Ladungsverschiebungen im Substrat. Dies fu¨hrt zu einem ak-
tivierten U¨bergangszustand des Substrats [44]. Die Folge ist eine Verminderung der
Aktivierungsenergie. Im Anschluss an die Reaktion erfolgt die Freisetzung des entstan-
denen Produktes an die Umgebung. Das Enzym besitzt jetzt wieder seine urspru¨ngliche
Konformation.
2.1.2 Lipasen
Lipasen (EC 3.1.1.3)1, auch Triacylglycerinester-Hydrolasen, geho¨ren zur Familie der
Serin-Hydrolasen und entsprechen einer weitverbreiteten Gruppe von Enzymen in der
Natur. Sie kommen sowohl im Menschen, in Tieren und Pflanzen als auch in Mikroorga-
nismen vor. Ihre natu¨rliche Funktion besteht in dem hydrolytischen Abbau von wasser-
unlo¨slichen Triglyceriden zu freien Fettsa¨uren und Glycerin (Abb. 2.2). Bei dieser bio-
katalytischen Gleichgewichtsreaktion entstehen wie beim konventionellen thermischen
Verfahren Partialglyceride als Zwischenprodukt der Gesamtreaktion. Die Lage des Re-
aktionsgleichgewichtes wird durch den Wassergehalt des Gesamtsystems bestimmt [39].
Je nach Wassergehalt ist ebenso die Ru¨ckreaktion (Veresterung) mo¨glich [18, 54].
Abbildung 2.2: Reaktionsschema der Lipase-katalysierten Reaktion: Hydrolyse und
Synthese von Triglyceriden (R1 −R3 entsprechen den Fettsa¨ureresten)
Unter Regiospezifita¨t versteht man das Vermo¨gen der Lipasen die Esterbindungen
an bestimmten Positionen zu hydrolysieren und den Vorzug, la¨ngere oder ku¨rzere bzw.
gesa¨ttigte oder ungesa¨ttigte Fettsa¨uren abzuspalten [16].
Die am besten untersuchte Lipase ist tierischen Ursprungs und wird aus Schwei-
nepankreas gewonnen. Sie hat eine hohe Aktivita¨t und la¨sst sich leicht isolieren [13].
Mikrobielle Lipasen aus Bakterien oder Pilzen liegen entweder intra- oder extrazel-
lula¨r vor. Bedeutende Produzenten sind das Bakterium Pseudomas fluorescens und
der Hefepilz Candida rugosa. Aber auch aus verschiedenen Species der Pilz-Gattungen
Aspergillus und Mucor und der Bakterien-Gattungen Staphylococcus und Streptococcus
1Die EC-Nummern bilden ein Klassifikationssystem fu¨r Enzyme. Als Kriterium fu¨r die Kategori-
sierung wird die vom Enzym katalysierte Reaktion verwendet.
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wurden Lipasen isoliert. Pflanzliche Lipasen stammen vor allem aus Samen, wie z. B.
Weizenkeimen und Rizinussamen [16].
2.1.2.1 Struktur
Obwohl die Lipasen unterschiedlichen Ursprungs oftmals keine signifikante U¨berein-
stimmung ihrer Aminosa¨uresequenz aufweisen, konnte bei nahezu allen strukturaufge-
kla¨rten Lipasen ein a¨hnlicher dreidimensionaler Aufbau ermittelt werden [12]. Das cha-
rakteristische Faltungsmuster wird als α/β-Hydrolase-Faltung bezeichnet [77]. Dabei
sind im Zentrum der Lipase acht nahezu parallel angeordnete β-Faltbla¨tter platziert, die
beidseitig von α-Helices eingeschlossen sind, mit Ausnahme des zweiten β-Faltblattes,
welches zudem invers in die Struktur eingeordnet ist (Abb. 2.3). Die Aminosa¨uren,
welche fu¨r die katalytische Umsetzung verantwortlich sind, befinden sich fu¨r die bis-
her untersuchten Lipasen bis auf wenige Ausnahmen in denselben Positionen auf der
α/β-Hydrolase-Faltungsstruktur [12].
Abbildung 2.3: (A) Schematische Darstellung der α/β-Hydrolase-Faltung (Rechtecke
kennzeichnen α-Helices, Pfeile entsprechen β-Faltbla¨tter und kleine graue Kreise mar-
kieren die Position der katalytisch aktiven Aminosa¨uren); (B) α/β-Hydrolase-Faltung
(α-Helices als Zylinder, β-Faltbla¨tter als Pfeile) am Beispiel einer Lipase aus Candida
rugosa (aus [81])
2.1.2.2 Lipase-katalysierte Hydrolyse
Die Lipase-katalysierte Hydrolyse eines Triglycerids ist eine heterogene Reaktion. Da
das Enzym wasserlo¨slich und das Substrat hydrophob ist, erfolgt die Reaktion und die
damit verbundene Interaktion zwischen Enzym und Substrat an der Grenzfla¨che zwi-
schen Wasser- und O¨lphase [16]. Demzufolge geht den charakteristischen Teilschritten
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des biokatalytischen Wirkmechanismus (Abschn. 2.1.1) die Grenzfla¨chenaktivierung
des Enzyms voraus.
Lipase und Grenzfla¨chen – Grenzfla¨chenaktivierung Die o/w-Phasengrenz-
fla¨che besteht aus zwei sich gegenu¨berliegenden Schichten, in denen die Moleku¨le der
jeweiligen Phase organisiert sind. Grenzfla¨chenaktive Substanzen, wie z. B. dissoziierte
Fettsa¨uren2 und Lipasen, haben ausgepra¨gte hydrophile und lipophile Bereiche. Bei der
o¨llo¨slichen Fettsa¨ure ragt der hydrophile Moleku¨lbereich in die wa¨ssrige Phase hinein.
Bei der wasserlo¨slichen Lipase dringt der lipophile Bereich in die O¨lphase ein. Dieser
Prozess der Anlagerung wird als Adsorption bezeichnet.
Sobald die Substrate der Lipasen monomere Schichten, Micellen oder Emulsionen
ausbilden, steigt die Aktivita¨t einer Lipase rapide an. Sarda und Desnuelle [74] zeig-
ten, dass Lipasen bei wasserlo¨slichen Substraten nahezu keine Aktivita¨t aufweisen. Erst
nach der Substratsa¨ttigung und dem Vorhandensein von Substrattro¨pfchen wurde ein
deutlicher Anstieg der Aktivita¨t festgestellt. Man kann daher von einer
”
Aktivierung
der Lipase“ durch die Grenzfla¨che sprechen. Diese notwendige Grenzfla¨che muss nicht
zwingend eine flu¨ssig/flu¨ssig Grenzfla¨che sein. Brockmann et al. [17] wiesen nach, dass
es bei einem wasserlo¨slichen Substrat nach Zugabe von hydrophoben Partikeln zu ei-
nem tausendfachen Anstieg der Aktivita¨t kommt. Ursache hierfu¨r ist die Bildung einer
Monolayerschicht aus Substrat auf der Partikeloberfla¨che, die mit der Grenzfla¨chen-
charakteristik einer Emulsion vergleichbar ist.
Voraussetzung fu¨r die Aktivita¨tssteigerung der Lipase durch Grenzfla¨chenadsorp-
tion ist ihre korrekte Orientierung an der Grenzfla¨che zwischen wa¨ssriger Phase und
wasserunlo¨slichem Substrat. Brockerhoff [15] entwickelte eine Modellvorstellung fu¨r das
Grenzfla¨chenverhalten von Lipasen am Beispiel einer Pankreaslipase (Abb. 2.4). Dabei
wurde angenommen, dass die Lipaseoberfla¨che einen hydrophoben Bereich aufweist, der
fu¨r die Substratbindung und Orientierung der Lipase verantwortlich ist. Dieser Ober-
fla¨chenbereich wurde als
”
hydrophober Kopf“ bezeichnet. Das aktive Zentrum befindet
sich in der Na¨he des
”
hydrophoben Kopfes“, ist aber nicht dessen Bestandteil. Durch
diese Konstellation sind aktives Zentrum und wasserunlo¨sliches Substrat eng verknu¨pft,
jedoch nicht miteinander verbunden, so dass Wassermoleku¨le stets Zugang zum Lipa-
semoleku¨l haben. Die korrekte Orientierung der Lipase an der Grenzfla¨che wird durch
geladene Aminosa¨ureketten an der Enzymoberfla¨che hervorgerufen [16]. Das Substrat
2Mit den im Weiteren erwa¨hnten Fettsa¨uren mit grenzfla¨chenaktiven Eigenschaften sind Fettsa¨uren
im dissoziiertem Zustand gemeint.
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Abbildung 2.4: Hypothetisches Modell zur Orientierung einer Pankreaslipase an der
O¨l/Wasser-Grenzfla¨che (modifiziert nach Brockerhoff [15])
und die Lipase sind relativ zueinander unbeweglich, so dass das aktive Zentrum sich in
der Ebene zum Substrat befindet. Eine bessere Orientierung und hohe Konzentrationen
an Substratmoleku¨len im Nahbereich der Lipase bilden die Voraussetzung fu¨r eine im
Vergleich zu nicht adsorbierten Enzymen ho¨heren Reaktionsgeschwindigkeit [16].
Die Modellvorstellung wurde 20 Jahre spa¨ter durch experimentelle Untersuchungen
(Strukturaufkla¨rung der Lipase) konkretisiert. Die Grenzfla¨chenaktivierung von Lipa-
sen wird zum einen durch eine Konformationsa¨nderung der dreidimensionalen Lipase-
struktur erkla¨rt [23]. Das katalytische Zentrum ist im Inneren des Proteins eingebettet
und durch eine spezielle, fu¨r Lipasen typische Struktureinheit verschlossen, die als
”
De-
ckel“ bezeichnet wird [24]. Dieser
”
Deckel“ besteht je nach Organismus aus 10 − 20
helikal angeordneten Aminosa¨uren. In der Lipase aus Candida rugosa beispielsweise
entspricht der
”
Deckel“ einer einzelnen aus elf Aminosa¨uren bestehenden α-Helix [36].
Ausgelo¨st durch Adsorption der Lipase an die Phasengrenzfla¨che verschiebt sich diese
Struktureinheit um 12 A˚, wobei eine hydrophobe Fla¨che, die etwa 8% (≈ 800 A˚
2
) der
Gesamtoberfla¨che des Enzyms einnimmt, freigelegt wird [12]. Dadurch erfahren eini-
ge Proteinbereiche eine Komformationsa¨nderung, so dass die fu¨r die Substratbindung
verantwortlichen Aminosa¨uren in Position gebracht werden, um fu¨r die Spaltreaktion
notwendigen Bindungen ausbilden zu ko¨nnen. Zum anderen wird die Aktivita¨tsstei-
gerung durch eine A¨nderung von Konzentration und Organisation der Substratmo-
leku¨le in der Grenzfla¨chenschicht als Folge der Lipaseadsorption beschrieben. Muder-
wha und Brockman [61] ermittelten in ihrer Arbeit folgenden Zusammenhang zwischen
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der Grenzfla¨chenkonzentration von Substrat und der adsorbierten Lipasemenge: Mit zu-
nehmender Substratmenge an der Grenzfla¨che steigt die Anzahl adsorbierter Lipasen,
wobei das Moleku¨lverha¨ltnis Lipase/Substrat gegen einen Grenzwert strebt.
Grenzfla¨chenaktive Substanzen konkurrieren mit dem Substrat um Oberfla¨chen-
pla¨tze an der Phasengrenze. Erfolgt eine Adsorption, wird die Grenzfla¨chenkonzentra-
tion des Substrats herabgesetzt. Dies entspricht einer Substratverdu¨nnung und fu¨hrt
zur Verringerung der Reaktionsgeschwindigkeit [16]. Des Weiteren kann die dreidimen-
sionale Struktur durch die Adsorption an der Grenzfla¨che vera¨ndert werden, wodurch
die Lipasen unter Umsta¨nden deaktiviert werden ko¨nnen [13].
Substratbindung Ist die Lipase an einer hydrophoben Grenzfla¨che adsorbiert, klap-
pt der
”
Deckel“ auf und ein hydrophober Spalt zwischen Enzymoberfla¨che und
”
Deckel“
wird freigelegt. Das hydrophobe Triglycerid diffundiert durch den Spalt in das Enzym
zur Substratbindestelle. Hier existieren vier spezifische Bindetaschen: die Alkohol- bzw.
Oxyanion-Bindetasche und drei Taschen zur Bindung der drei Fettsa¨ureketten [12].
Damit die Bindung zwischen Lipase und Substrat anhand von Wasserstoffbru¨cken,
ionischen Bindungen und hydrophoben Wechselwirkungen entstehen kann, darf der
Abstand zwischen Substrat und Enzym ein Mindestmaß nicht u¨berschreiten.
Die Fettsa¨urebindestellen zwischen unterschiedlichen Lipasen variieren stark. Die
Alkohol-Bindetaschen in verschiedenen Lipasen sind allerdings vergleichbar. Die Kon-
figuration des Spaltes und der Fettsa¨urebindetaschen ist verantwortlich fu¨r die Sub-
stratspezifita¨t der Lipasen. So besitzt die Lipase aus Candida rugosa beispielswei-
se einen hydrophoben Tunnel, der ins Innere der Lipase reicht und lang genug fu¨r
C18-Fettsa¨ureketten ist [12]. Die dreidimensionale Form der Fettsa¨ure- bzw. Trigly-
ceridmoleku¨le wird durch die Acylkettenla¨nge, den Sa¨ttigungsgrad und den Ort der
Doppelbindungen in der Acylkette festgelegt.
Katalytischer Mechanismus und Produktfreisetzung3 Der Mechanismus der
Lipase-katalysierten Hydrolyse eines Esters ist in Abb. 2.5 dargestellt. Drei Aminosa¨ure-
reste sind fu¨r den katalytischen Prozess verantwortlich. Im Fall der Lipase aus Candida
rugosa sind es Serin (224), Glutaminsa¨ure (356) und Histidin (464), sie werden als
katalytische Triade bezeichnet. Das in den Substratbindestellen gebundene Triglycerid
wird an einem der drei Carbonyl-Kohlenstoffatome nucleophil durch das Seitenketten-
Sauerstoffatom des Serins angegriffen (a). Das entstehende Oxyanion der ersten te-
3Folgender Abschnitt lehnt sich an den Ausfu¨hrungen von [81] an.
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trahedralen Zwischenstufe (B) wird durch Ru¨ckgrat-Atome der beiden Aminosa¨uren
stabilisiert, welche die Oxyanion-Tasche bilden. Der Zusammenbruch dieses Intermedia-
tes fu¨hrt zur Abspaltung des Alkohols aus der Bindungstasche (b), und das Acylenzym
(C) verbleibt an dieser Stelle. Im Hydrolyseschritt (c) greift nun Wasser das Acylenzym
unter Ausbildung des zweiten tetrahedralen Intermediates (D) an. Dessen Zusammen-
bruch (d) fu¨hrt zur Abspaltung der Sa¨ure. Die freie Carbonsa¨ure verla¨sst das Enzym
und regeneriert hierdurch die Lipase. Der geschwindigkeitbestimmende Schritt der Ge-
samtreaktion ist der Zerfall des ersten tetrahedralen Intermediates unter Freisetzung
des Alkohols (b) [26].
Abbildung 2.5: Mechanismus der Lipase-katalysierten Hydrolyse eines Esters; (a) –
(d) entsprechen den Reaktionsschritten und (A) – (D) kennzeichnen die Zwischenpro-
dukte (aus [81])
2.1.2.3 Aktivita¨t
Eine Aktivita¨tseinheit (Unit) ist als diejenige Enzymmenge definiert, die 1µmol Sub-
strat in einer Minute bei definierten Reaktionsbedingungen umsetzt. Dabei wird die
Enzymaktivita¨t von der Stabilita¨t der Proteinstruktur bestimmt. Diese ist sensibel ge-
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genu¨ber a¨ußeren Einflu¨ssen, wie z. B. Wa¨rme, pH-Wert, Ionensta¨rke und Scherkra¨ften.
Durch Wa¨rme, mechanische Kra¨fte und Ladungsvera¨nderungen in unmittelbarer Na¨he
des Enzyms kann es zu Bindungsa¨nderungen im Enzym kommen. Das hat eine Struk-
tura¨nderung zur Folge und kann zu einer vera¨nderten Fa¨higkeit, die Substratmoleku¨le
umzusetzen, fu¨hren. Fu¨r jedes Enzym gibt es eine Struktur, bei der es eine maximale
Menge an Substrat in Produkt umsetzt. Unter diesen optimalen Bedingungen ist das
Enzym maximal aktiv. Ha¨ufig befindet sich dieses Optimum in einem engen Prozess-
parameterbereich [30].
Die Enzymstabilita¨t beschreibt den Aktivita¨tsverlauf in Abha¨ngigkeit der Zeit bei
gegebenen Reaktionsbedingungen. Fu¨r industrielle Anwendungen ist es wichtig, das
zeitabha¨ngige Aktivita¨tsverhalten des eingesetzten Enzyms unter den vorliegenden
Reaktionsbedingungen zu kennen, um den Aktivita¨tsverlauf wa¨hrend der Reaktion
abzuscha¨tzen.
Aktivita¨tstest Die Enzymaktivita¨t wird experimentell in Aktivita¨tstests ermittelt.
Dabei liegen die Reaktanden in kleinen Volumina vor und der zeitabha¨ngige Sub-
stratverbrauch wird mit einer geeigneten Analysenmethode gemessen. Um Enzymak-
tivita¨ten vergleichen zu ko¨nnen, mu¨ssen die Testbedingungen (Temperatur, pH-Wert,
Ru¨hrergeschwindigkeit, Substratverha¨ltnis etc.) gleich bleiben. Bei der Aktivita¨tsmes-
sung sollten die Substratmoleku¨le im Vergleich zu den Lipasemoleku¨len im U¨berschuss
vorliegen [30, 53]. Wird der Aktivita¨tstest im Zusammenhang mit einer bestimmten
Anwendung durchgefu¨hrt, sollten im Test die gleichen Substrate und Reaktionsbe-
dingungen Verwendung finden, um eine direkte Beziehung zwischen Anwendung und
Aktivita¨tstest bzw. Lipaseaktivita¨t herstellen zu ko¨nnen [30].
Aufgrund der Charakteristika von Lipasen finden ihre Aktivita¨tstests in Emulsionen
statt. Dies fu¨hrt zu technischen Schwierigkeiten in der Testdurchfu¨hrung. Das zweipha-
sige System ist in der Regel nicht stabil und die Tropfen liegen in einer Gro¨ßenverteilung
vor. Dies fu¨hrt insgesamt zu einer schlechten Reproduzierbarkeit der Testergebnisse
[60].
2.1.2.4 Kommerzielle Lipase aus Candida rugosa
Der Hefepilz Candida rugosa verfu¨gt u¨ber mindestens fu¨nf Gene, die jeweils einen Li-
pasetypen (EC 3.1.1.3) kodieren. Dabei unterscheiden sich die verschiedenen Lipasen
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(Lip1 bis Lip5)4 strukturbedingt nur geringfu¨gig. Sie bestehen aus 548 bzw. 549 Ami-
nosa¨uren und weisen molare Massen zwischen 58420 und 58865Da5 auf.
Benzonana und Esposito [9] untersuchten die Regiospezifita¨t der zu spaltenden
Esterbindungen einer Lipase aus dem Hefepilz Candida rugosa. Fu¨r Oliveno¨l als Sub-
strat stellten sie fest, dass alle drei Esterbindungen des Triglycerids mit der gleichen
Wahrscheinlichkeit und Geschwindigkeit gespalten werden. Neben Di- und Monoglyce-
riden entsteht Glycerin kurze Zeit nach Reaktionsbeginn.
Wie in Abschn. 2.1.2.2 erla¨utert, ist der
”
hydrophobe Kopf“ der Lipasestruktur
fu¨r die Substratbindung verantwortlich. Eine Information u¨ber dessen Gro¨ße ist aus
der Literatur nicht bekannt. Um die beno¨tigte Adsorptionsfla¨che an der Phasengrenz-
fla¨che abzuscha¨tzen, wird aus der in Abb. 2.6 dargestellten Lipasestruktur ein Pseudo-
Durchmesser de definiert, welcher der maximalen linearen Ausdehung einer dreidimen-






Fu¨r de ≈ 6, 8 nm ergibt sich ein Fla¨chenbedarf von Ae ≈ 3, 6 · 10
−17m2.
Abbildung 2.6: Struktur einer Lipase aus Candida rugosa [36] (aus
http://www.rcsb.org; Protein Data Bank Identifier: 1crl; letzter Zugriff: 10.10.07)
4Die Ausdru¨cke Lip1, Lip2 usw. bezeichnen jeweils das Gen, das die Aminosa¨uresequenz der ent-
sprechenden Lipase 1 bzw. Lipase 2 usw. kodiert.
5aus http://au.expasy.org; letzter Zugriff: 10.10.07
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2.2 Eigenschaften von Emulsionen
Emulsionen sind disperse Mehrphasensysteme, die im einfachsten Fall aus zwei inein-
ander unlo¨slichen Flu¨ssigkeiten (Wasser und O¨l) bestehen. Dabei liegt die eine Flu¨ssig-
keit feinverteilt (disperse Phase) in der anderen (kontinuierliche Phase) vor. Es wird
prinzipiell zwischen zwei Emulsionssystemen unterschieden. Bei einer O¨l-in-Wasser-
Emulsion (o/w) ist die disperse Phase lipophil. Im umgekehrten Fall spricht man von
einer Wasser-in-O¨l-Emulsion (w/o). Die Tropfendurchmesser fu¨r Emulsionen liegen ty-
pischerweise zwischen 0,1 und 500µm [80].
Emulsionen sind thermodynamisch instabil. Die lokalen Zusammensetzungen und
Tropfengro¨ßenverteilungen a¨ndern sich in Abha¨ngigkeit von der Zeit. Die physikali-
schen Instabilita¨ten werden durch Sedimentation und Tropfenkollision verursacht. Die-
se fu¨hren je nach Art und Gro¨ße der Wechselwirkungskra¨fte zu Aggregation und Ko-
aleszenz [80]. Die Wechselwirkungskra¨fte zwischen den Tropfen einer Emulsion wer-
den durch anziehende Van-der-Waals- und abstoßende elektrostatische Kra¨fte gebildet.
Die elektrostatischen Kra¨fte bei o/w-Emulsionen entstehen aufgrund einer elektrischen
Doppelschicht rund um die negativ geladenen O¨ltropfen. Bei w/o-Emulsionen fehlt die-
se elektrische Doppelschicht, so dass abstoßende Kra¨fte hauptsa¨chlich durch sterische
Barrieren an der Grenzfla¨che erzeugt werden [79].
Emulsionen werden stabilisiert, indem Hilfsstoffe wie Stabilisatoren und/oder grenz-
fla¨chenaktive Substanzen (Emulgatoren) zugesetzt werden. Stabilisatoren bestehen aus
hochmolekularen Substanzen und erho¨hen die Viskosita¨t der kontinuierlichen Phase.
Hierdurch nimmt die Beweglichkeit der Tropfen und damit die Koaleszenzwahrschein-
lichkeit ab. Gleichzeitig wird aufgrund der ho¨heren Viskosita¨t die Sedimentationsge-
schwindigkeit kleiner. Emulgatoren adsorbieren wegen ihres amphiphilen6 Charakters
an der Grenzfla¨che zwischen disperser und kontinuierlicher Phase [80]. Dies wird durch
ihren hydrophilen und lipophilen Moleku¨lteil ermo¨glicht. Dadurch sind sie in der Lage,
sich an der Phasengrenzfla¨che von Emulsionen anzulagern. Die Grenzfla¨chenspannung
zwischen kontinuierlicher und disperser Phase wird infolgedessen abgesenkt und die
mechanische Zerkleinerung der dispersen Phase entsprechend erleichtert. Die an der
Phasengrenzfla¨che adsorbierten Moleku¨le bauen zudem einen Film an der Grenzfla¨che
auf. Neben der sterischen Barriere von grenzfla¨chenaktiven Substanzen ko¨nnen ionische
Emulgatormoleku¨le Ladungen an die Grenzfla¨che bringen, dies fu¨hrt zur Erho¨hung der
elektrostatischen Barriere in o/w-Emulsionen.
6Moleku¨le, die sowohl hydrophile als auch lipophile Bereiche aufweisen
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2.2 Eigenschaften von Emulsionen
Wichtig fu¨r die Charakteristik von Emulsionen ist die Grenzfla¨chenbesetzungskine-
tik des verwendeten Emulgators. Diese beschreibt, wie schnell die durch den Emulgier-
vorgang neu gebildete Grenzfla¨che mit Emulgatormoleku¨len besetzt wird. Die Bestim-
mung der Grenzfla¨chenbesetzungskinetik erfolgt durch eine kontinuierliche Messung
des zeitlichen Verlaufes der Grenzfla¨chenspannung. Solange die Grenzfla¨chen nicht aus-
reichend mit Emulgator besetzt sind, reichen die abstoßenden Wechselwirkungskra¨fte
nicht aus, um Koaleszenzvorga¨nge zu verhindern. Emulsionen, die mit Emulgatoren
einer sehr langsamen Grenzfla¨chenbesetzungskinetik hergestellt werden, besitzen da-
her nach dem Emulgieren mit gleichem Energieeintrag gro¨ßere Tropfen und breitere
Tropfengro¨ßenverteilungen als Emulsionen, die mit Emulgatoren einer schnellen Grenz-
fla¨chenbesetzungskinetik hergestellt werden [79].
Neben ihren hauptsa¨chlichen Wirkungen a¨ndern Emulgatoren und Stabilisatoren
zudem die rheologischen Eigenschaften der Emulsion [79]. Die Tropfengro¨ßenverteilung
der dispersen Phase beeinflusst Feinheit, Homogenita¨t, Stabilita¨t und Fließeigenschaf-
ten der Emulsion. Das Emulgieren der dispersen Phase in der kontinuierlichen Phase
erfolgt meistens u¨ber mechanischen Energieeintrag. Der Emulgierprozess besteht in der
Regel aus drei Schritten [79]:
1. Vormischen der einzelnen Komponenten zu einer grobdispersen Rohemulsion,
2. Feinemulgieren durch Tropfenaufbruch bei U¨berschreitung kritischer Tropfende-
formation und
3. Stabilisieren der neu entstandenen Phasengrenzfla¨che.
Werden die neugebildeten Tropfen mit Emulgatormoleku¨len schnell belegt, ko¨nnen sie
wegen der Herabsetzung der Grenzfla¨chenspannung im Gegensatz zu langsamerer Be-
legung einfacher zerkleinert werden [78].
Die Tropfengro¨ßenverteilung der Emulsion ha¨ngt von Art und Gro¨ße des mecha-
nischen Energieeintrages, der Grenzfla¨chenbesetzungskinetik grenzfla¨chenaktiver Sub-
stanzen sowie der Ionensta¨rke und dem pH-Wert ab [78].
Im Rahmen dieser Arbeit wurden weder Emulgatoren noch Stabilisatoren verwen-
det. Allerdings wirken sowohl Enzyme als auch das Reaktionsprodukt Fettsa¨ure7 als
grenzfla¨chenaktive Substanzen stabilisierend auf die Emulsion. Die Emulsionsherstel-
lung erfolgte mit einem Ru¨hrwerk. Bei der Verwendung von Ru¨hrwerken werden die
7Die Fettsa¨ure weist allerdings nur dann grenzfla¨chenaktive Eigenschaften auf, wenn sie depro-
toniert vorliegt. Dies ist der Fall, wenn pKsFFS <pHLo¨sung. Bei 25
◦C entspricht der pKs-Wert fu¨r




Emulsionstropfen hauptsa¨chlich durch Scherung (in turbulenter Stro¨mung) zerkleinert
[98]. Die Intensita¨t und Homogenita¨t der Scherbeanspruchung ha¨ngt von der Geometrie
des Ru¨hrers und des Ru¨hrbeha¨lters ab. Tropfendeformation erfolgt durch normale und
tangentiale Spannungen, die an der Grenzfla¨che zwischen kontinuierlicher und disperser
Phase angreifen. Wenn die deformierenden Kra¨fte die formerhaltenden Grenzfla¨chen-
kra¨fte o¨rtlich genu¨gend lange u¨berschreiten, kommt es zum Tropfenaufbruch [78].
Tropfenzerkleinerung in turbulenten Stro¨mungen Befindet sich ein Tropfen
mit dem Durchmesser dtr in einer turbulent stro¨menden Flu¨ssigkeit, wird er unter-
schiedlichen Stro¨mungswirbeln ausgesetzt. Ein Tropfen, der kleiner als der Wirbel ist,
folgt der Stro¨mung. Ist der Tropfendurchmesser jedoch gro¨ßer als der Wirbel, kommt es
zur Ausbildung einer Druckdifferenz u¨ber die Tropfenoberfla¨che. Passiert ein Tropfen
mehrere Wirbel hintereinander, so beginnt er zu oszillieren. Die Folge ist die lokale De-
formation des Tropfens. Es entstehen Ausbuchtungen und Ausstu¨lpungen. Entweder
werden die Ausstu¨lpungen vom Tropfenko¨rper abgetrennt [42] oder der oszillierende
Tropfen wird als Ganzes zerkleinert [97].
Die Tropfendeformation bzw. der Tropfenaufbruch in turbulenter Stro¨mung kann
durch eine Funktion der Kenngro¨ßen Weber-Gruppe NWe und der Viskosita¨tsgruppe
NV i beschrieben werden [78]:
(NWe)krit = C [1 + f(NV i)] (2.2)
Dabei entspricht (NWe)krit dem Wert der Weber-Gruppe beim Tropfenaufbruch, C ist















mit dtr – Tropfendurchmesser, ̺k – Dichte der kontinuierlichen Phase, σ – Grenz-
fla¨chenspannung zwischen disperser und kontinuierlicher Phase, ǫ – Leistungsdichte,
ηd – dynamische Viskosita¨t der dispersen Phase, C – Konstante. Die Weber-Gruppe bil-
det das Verha¨ltnis zwischen den auf die Tropfenoberfla¨che wirkenden a¨ußeren Kra¨ften
und den gegen die Deformation wirkenden Grenzfla¨chenkra¨ften. Die Viskosita¨tsgruppe
beschreibt zusa¨tzlich den Viskosita¨tseffekt der Flu¨ssigkeit im Tropfen [78].
20
2.3 Zielstellung und Vorgehen
Der genaue Funktionsverlauf der Viskosita¨tsgruppe (f(NV i)) ist nicht bekannt. Eine
Grenzwertbetrachtung ergibt fu¨r den in einer turbulenten Stro¨mung erzeugten maxi-
malen mittleren Tropfendurchmesser dtr,max folgenden Zusammenhang [5, 42]:












Gln. 2.3 und 2.4 zeigen, dass bei gegebenen Stoffwerten die Tropfengro¨ße von der
eingetragenen Leistungsdichte abha¨ngig ist. Je ho¨her die Leistungsdichte pro Volu-
men ist, desto feinere Tropfen erha¨lt man. Zudem ist der Emulgierprozess tempera-
turabha¨ngig. Mit steigender Emulgiertemperatur verringern sich Dichte, Grenzfla¨chen-
spannung und Viskosita¨t bei gleichbleibendem Energieeintrag. Dies fu¨hrt zu Tropfen
mit geringeren mittlerem Durchmesser.
2.3 Zielstellung und Vorgehen
Um die komplexen Zusammenha¨nge bei der biokatalytischen Hydrolyse von Rapso¨l
in einer dynamischen w/o-Emulsion zu untersuchen, wurden verschiedene Teilaspekte
betrachtet (Abb. 2.7). Mit dem Ziel, eine grenzfla¨chenspezifische Reaktionsgeschwindig-
keit rˆ zu bestimmen, wurden fu¨r die reaktionskinetischen Untersuchungen Reaktions-
fortschritt X und volumenspezifische Phasengrenzfla¨che SV parallel im selben Reakti-
onsvolumen in Abha¨ngigkeit der Reaktionszeit gemessen. Dabei wurde fu¨r die Bestim-
mung des Rapso¨lumsatzes mit hohen Zeitraten eine FTIR-Analysemethode entwickelt.
Fu¨r die Messung der mittleren Tropfengro¨ße dtr zur Berechnung der spezifischen Pha-
sengrenzfla¨che wurde eine nicht-konventionelle Tropfengro¨ßen-Bestimmungsmethode
fu¨r disperse Systeme hoher Konzentrationen angewandt, die Photonendichtewellen-
Spektroskopie.
Die reaktionskinetische Untersuchung im heterogenen Reaktionssystem wurde unter
Variation der Lipasekonzentration ce0 durchgefu¨hrt. Alle anderen Reaktionsparameter
wurden wa¨hrend der Untersuchung konstant gehalten. Dementsprechend wies die w/o-
Emulsion zu Untersuchungsbeginn immer dieselben physikalischen Eigenschaften auf.
Zudem wurde die spezifische Lipaseaktivita¨t a wa¨hrend der Reaktion bestimmt. Der
Einfluss von Temperatur, pH-Wert, Ru¨hrergeschwindigkeit und Substratverha¨ltnis auf
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2 Einfu¨hrung
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Abbildung 2.7: Untersuchungsziel und Methoden; Legende: a – spezifische Lipa-
seaktivita¨t, ce0 – Lipasekonzentration, d¯tr – mittlerer Tropfendurchmesser, r˜ – vo-
lumenspezifische (Wasserphase) Reaktionsgeschwindigkeit, rˆ – grenzfla¨chenspezifische
Reaktionsgeschwindigkeit, SV – volumenspezifische (Wasserphase) Phasengrenzfla¨che,
t – Reaktionszeit, X – Umsatz, σ – Grenzfla¨chenspannung zwischen o¨liger und wa¨ss-
riger Phase
Um detaillierte Kenntnisse u¨ber die Vorga¨nge an der Phasengrenzfla¨che (wie Lipase-
und Fettsa¨ureadsorption) zu gewinnen, wurde die Grenzfla¨chenspannung σ zwischen
o¨liger und wa¨ssriger Phase (mit Pendant-Drop-Tensiometer) sowie parallel die Fettsa¨u-




3.1 Charakterisierung des Stoffsystems
3.1.1 Chemikalien
Die im Rahmen dieser Arbeit verwendeten Chemikalien sind in Tab. A.1 (S. 119) zusam-
mengestellt. Die Chemikalien wurden in Analysequalita¨t vom jeweiligen Hersteller be-
zogen und ohne weitere Aufreinigung verwendet. Tab. 3.1 entha¨lt die Fettsa¨urezusam-
mensetzung des eingesetzten raffinierten Rapso¨ls (̺O¨l = 0, 913 g/cm
3) sowie des bei Ka-
librierungen verwendeten Spaltfettsa¨uregemisches aus Rapso¨l (̺FFS = 0, 905 g/cm
3).
Der natu¨rliche Anteil freier Fettsa¨ure im Rapso¨l betra¨gt 0, 07Ma.-%1.
3.1.2 Lipase
3.1.2.1 Lipase und Puffer
Die eingesetzte Lipase wurde mit Candida rugosa produziert und wurde unter der Be-
zeichnung Typ VII bei Sigma-Aldrich (Mu¨nchen, D) erworben. Das leicht bra¨unliche




Tabelle 3.1: Zusammensetzung des verwendeten Rapso¨ls
(Kunella Feinkost – Artikelnummer 20336) und deren Spalt-
fettsa¨ure (Prignitzer Chemie – Muster)












a Analyse wurde vom Hersteller durchgefu¨hrt
b Wert liegt unterhalb der Nachweisgrenze
Fu¨llstoff. Nach Herstellerangabe ist das Lipasepulver frei von α-Amylasen sowie Pro-
teasen. Die Lagertemperatur betra¨gt 4 ◦C. Die kommerziell erworbene Lipase wurde in
der gelieferten Qualita¨t eingesetzt.
Die experimentelle Bestimmung der molaren Masse Me der verwendeten Lipase so-
wie deren Konzentration im Lipasepulver erfolgte anhand einer SDS-Gelelektrophorese.
Die Analyse wurde vom Labor von Klaus-Peter Stahmann (Fachhochschule Lausitz,
Senftenberg, D) durchgefu¨hrt. Die Ergebnisse wurden zur Verfu¨gung gestellt.
Zur Pufferung wurde ein K-Na-Phosphatpuffer verwendet. Dieser Puffer besitzt eine
maximale Pufferkapazita¨t bei pH 7,2 (25 ◦C). Zur Herstellung der Lipaselo¨sung wurde
Lipasepulver in 0, 1M K-Na-Phosphatpuffer gelo¨st. Fu¨r die Untersuchungen wurden
Lipaselo¨sungen verschiedener Konzentrationen verwendet. Die Konzentrationsangabe
der Lipaselo¨sung ce0 bezieht sich auf die in der Lipasepra¨paration befindliche Lipase-
menge (Abschn. 4.1.1, S. 63) pro ml 0, 1M K-Na-Phosphatpuffer.
Fu¨r die Herstellung des 0, 1M K-Na-Phosphatpuffers wurde eine 0, 1M Di-Na-
triumhydrogenphosphat-Lo¨sung vorgelegt. Der gewu¨nschte pH-Wert wurde mit einer
0, 1M Kaliumdihydrogenphosphat-Lo¨sung eingestellt. Fu¨r die Bereitstellung der 0, 1M
di-Natriumhydrogenphosphat- bzw. 0, 1M Kaliumdihydrogenphosphat-Lo¨sung wurden
14, 2 g Na2HPO4 bzw. 13, 6 g KH2PO4 in einem Liter entionisiertem Wasser gelo¨st.
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3.1.2.2 Bestimmung der Aktivita¨t
Methode Die Bestimmung der Lipaseaktivita¨t erfolgte im Batchversuch mittels Stan-
dardemulsion. Dazu wurden 0, 9ml Rapso¨l und 0, 15ml einer Lipase-Phosphatpuffer-
lo¨sung (pH 6,5) bei konstanter Temperatur (35 ◦C) mit einem Magnetru¨hrer (RET
control-visc, Ika Labortechnik, Staufen, D) bei 500min−1 in einem geschlossenen Re-
aktionsgefa¨ß emulgiert. Nach 15 Minuten Ru¨hrzeit wurde die gesamte Emulsion in einer
Biofuge (Biofuge pico, Heraeus, Hanau, D) bei 11000min−1 innerhalb von vier Minuten
getrennt. In 0, 45ml der o¨ligen Phase (U¨berstand) wurde die produzierte Fettsa¨ure-
menge nFFS durch Titration, wie im Folgenden beschrieben (Abschn. 3.3.1, S. 35),
bestimmt.
Die Aktivita¨t hat die Einheit U und ist in dieser Arbeit definiert als die Menge an
aktiver lo¨slicher Lipase, die 1µmol Substrat in der Minute umsetzt. Um sowohl den
natu¨rlichen Fettsa¨uregehalt im Rapso¨l als auch mo¨gliche Einflu¨sse, basierend auf der
Durchfu¨hrung des Tests, zu beru¨cksichtigen, wurde der Blindwert des Aktivita¨tstests
ermittelt. Dazu wurde der Aktivita¨tstest ohne Zugabe der Lipase durchgefu¨hrt. Die
Messwerte wurden mit dem Blindwert korrigiert. In der Regel handelt es sich bei den
angegebenen Aktivita¨tswerten um einen Mittelwert aus drei Einzelmessungen. Wird






Der Vergleich von Aktivita¨ten ist nur zula¨ssig, wenn diese bei gleichen Testbedin-
gungen ermittelt wurden. Es wurde daher darauf geachtet, dass sowohl die Reakti-
onsparameter (Temperatur, pH-Wert, Substratverha¨ltnis, Substrat- und Enzymqua-
lita¨t) als auch die Parameter fu¨r das Messsystem (Ru¨hrergeschwindigkeit, Testzeit,
Ru¨hrerart, Zentrifugationszeit, Reaktionsgefa¨ß) fu¨r alle Aktivita¨tsuntersuchungen un-
vera¨ndert blieben.
Messqualita¨t Fu¨r die qualitative Beurteilung des verwendeten Aktivita¨tstests wur-
de die Testzeit variiert und der Test jeweils mehrfach wiederholt. Voraussetzung fu¨r
einen gu¨ltigen Aktivita¨tstest ist ein Reaktionsgeschwindigkeitsansatz nullter Ordnung,
bezogen auf das Substrat Rapso¨l und eine fu¨r die Analyse ausreichend hohe Menge
an produzierten Fettsa¨uren. Bei dem in dieser Arbeit durchgefu¨hrten Aktivita¨tstest ist
dies bei 15 Minuten Testzeit der Fall (Abb. 3.1).
25
3 Experimentelle Untersuchung
0 5 10 15 20 25 30

















Abbildung 3.1: Produzierte Fettsa¨uremenge in Abha¨ngigkeit von der Testzeit fu¨r
ce0 = 4µg/ml
Aus drei Wiederholungsmessungen fu¨r jede Testzeit wurde ein mittlerer Fehler, be-
zogen auf alle Testzeiten, von 15% ermittelt. Dieser hohe Messfehler ist typisch fu¨r Ak-
tivita¨tstests mit wasserunlo¨slichem Substrat. Die Tropfenverteilung der dispergierten
wa¨ssrigen Phase ist trotz identischer Versuchsbedingungen nicht ideal reproduzierbar.
Dieses Verhalten ist typisch fu¨r Emulsionen und wird durch die kleinen Flu¨ssigkeits-
volumina zusa¨tzlich versta¨rkt. Eine weitere Fehlerquelle stellt die Emulsionstrennung
dar. Nach 15 Minuten Reaktionszeit wird das gesamte zweiphasige Reaktionsgemisch
direkt in der Zentrifuge getrennt. Eine Weiterreaktion wa¨hrend der Phasentrennung ist
nicht auszuschließen.
Lipaseaktivita¨t in geru¨hrter Lo¨sung Zur Bestimmung des Ru¨hrereinflusses wur-
den 900ml Lipaselo¨sung bei verschiedenen Ru¨hrergeschwindigkeiten nR mit einem
vierflu¨geligen Viskopropru¨hrer zeitabha¨ngig geru¨hrt. Die Versuchsparameter sind in
Tab. B.1 (S. 121) aufgefu¨hrt. Zu definierten Zeiten wurde dem Reaktor eine 150µl
Probe entnommen und die Aktivita¨t bestimmt.
Lipaseaktivita¨t wa¨hrend der Lipolyse (Emulsion) Fu¨r die zeitabha¨ngige Ver-
folgung der Lipaseaktivita¨t wa¨hrend der Lipolysereaktion im Emulsionssystem wur-
de dasselbe Versuchssystem wie bei den Untersuchungen zur Charakterisierung der
Reaktionskinetik verwendet. Die Versuchsparameter sind in Tab. B.2 (S. 122) auf-
gefu¨hrt. Zur Beobachtung der Lipaseaktivita¨t zu verschiedenen Reaktionszeiten wurde
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aus 1ml Emulsionsprobe 150µl Lipase-Phosphatpufferlo¨sung durch Zentrifugieren bei
11000min−1 innerhalb von vier Minuten getrennt. Mit der getrennten Lo¨sung wurde der
Aktivita¨tstest durchgefu¨hrt. Um eine mo¨gliche Beanspruchung der Lipase durch den
Trennungsschritt festzustellen, wurde die Aktivita¨t einer neu angesetzten Lipaselo¨sung
mit und ohne vorheriges Zentrifugieren ermittelt. Das Zentrifugieren bei den gegebenen
Bedingungen bewirkt demnach eine siebenprozentige2 Absenkung der Lipaseaktivita¨t.
3.1.2.3 Einfluss Temperatur, pH-Wert, Ru¨hrergeschwindigkeit und Sub-
stratverha¨ltnis
Die Bestimmung des Einflusses verschiedener Faktoren wie Temperatur, pH-Wert und
Ru¨hrergeschwindigkeit auf das Umsatzverhalten erfolgte im Referenzsystem (I) (Tab.
B.3, S. 122). Die Untersuchung vom Einfluss des Substratverha¨lnisses auf das w/o-
Emulsionsverhalten erfolgte im Referenzsystem (II) (Tab. B.4, S. 123). Bei allen Unter-
suchungen waren die Versuchsparameter, falls nicht anders angegeben und ausgenom-
men der gezielt variierten Parameter entsprechend dem betrachteten Referenzsystem,
identisch. Fu¨r die Untersuchung der verschiedenen Einflussfaktoren wurden je nach
Zielstellung verschiedene Methoden der Fettsa¨ureanalyse verwendet (Tab. B.5, S. 123).
3.2 Untersuchungen am Einzeltropfen
Die Lipase und die entstehenden Produkte (Fettsa¨ure, Partialglyceride) sind grenz-
fla¨chenaktive Substanzen. Durch ihre Anlagerung an der Grenzfla¨che wa¨hrend der Hy-
drolysereaktion wird die Grenzfla¨chenspannung σ des Zweiphasensystems vera¨ndert
[51, 29, 63]. Durch die parallele Beobachtung des zeitlichen Verlaufs von Grenzfla¨chen-
spannung und produzierter Fettsa¨uremenge sollen qualitative Aussagen zu Detail-
vorga¨ngen wa¨hrend der Reaktion ermo¨glicht werden. Die Messung des dynamischen
Verhaltens der Grenzfla¨chenspannung erfolgte mit der Pendant-Drop-Methode. Da-
bei wird ein Phosphatpuffertropfen bekannter Lipasekonzentration in der O¨lphase auf-
geha¨ngt und dessen zeitabha¨ngige Grenzfla¨chenspannung bestimmt. Parallel dazu wird
die wa¨hrend der Reaktion in die O¨lphase diffundierte Fettsa¨uremenge mittels Gaschro-
matographie gemessen. Der Versuchsaufbau (Abb. 3.5, S. 33) zur Einzeltropfenun-
tersuchung (Reaktionsfortschritt und Grenzfla¨chenspannung) wird in Abschn. 3.2.2
erla¨utert.
2Mittelwert aus drei Messungen
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3.2.1 Reaktionsfortschritt – Gaschromatographie
Die Gaschromatographie (GC) ist mittlerweile eine etablierte Methode zur Analyse
von Fettsa¨uregemischen. Die Methode ist insbesondere fu¨r geringe Fettsa¨uremengen
im nmol-Bereich, wie sie bei der Einzeltropfen-Analyse (Pendant-Drop) auftreten, ge-
eignet. Neben der aufwendigen Standardanalyse, die eine Veresterung der Fettsa¨uren
zu den entsprechenden Fettsa¨uremethylestern vor jedem GC-Analyseschritt voraus-
setzt [4], ko¨nnen seit dem Aufkommen temperaturstabiler Sa¨ulen Fettsa¨uregemische
auch ohne vorherige Aufbereitungsschritte analysiert werden [35, 91].
Durchfu¨hrung Die quantitative Bestimmung der Fettsa¨urekonzentration in der O¨l-
phase erfolgte mit einem Gaschromatograph (GC) von Hewlett-Packard (6890 Se-
ries) mit integriertem Flammenionisationsdetektor (FID). Die gaschromatographische
Trennung der o¨ligen Probe erfolgte in einer unpolaren Fused-Silica Kapillartrennsa¨ule
(OPTIMA − 1 − TG − 0.1µm3) von Machery-Nagel (Du¨ren, D). Dieser Sa¨ulentyp
ist fu¨r hohe Temperaturen (bis 370 ◦C) und o¨lhaltige Substanzen besonders geeignet.
Fu¨r die Probenherstellung wurden 150µl der zu analysierenden O¨lphase mit Isooctan
versetzt (O¨l:Isooctan = 1:9). 1µl dieses Gemisches wurden zur Analyse nach dem
”
cool
on-column“-Verfahren in den GC injiziert. Um Fettsa¨uren (Siedepunkte zwischen 210
und 260 ◦C) und Rapso¨l (Siedepunkt bei ca. 320 ◦C) voneinander zu trennen, wurde fol-
gendes Temperaturprogramm gewa¨hlt: 50 ◦C, isotherm (2min), 10 ◦C/min auf 270 ◦C,
isotherm (15min), 40 ◦C/min auf 370 ◦C, isotherm (30min). Als Tra¨gergas wurden
2ml/min Helium verwendet.
Signal und Kalibrierung Fu¨r die qualitative und quantitative Auswertung wurden
Rapso¨l und dessen Spaltfettsa¨ure vermessen. Das erhaltene FID-Signal ist in Abb. 3.2
dargestellt. Die Retentionszeiten fu¨r die Spaltfettsa¨uren bzw. fu¨r das Rapso¨l liegen in
Abha¨ngigkeit von der Konzentration zwischen 14 − 20 bzw. 38 − 50 Minuten. Die
beiden Substanzklassen sind eindeutig identifizierbar.
Um von dem FID-Signal auf die Fettsa¨urekonzentration in der o¨ligen Probe schlie-
ßen zu ko¨nnen, wurde eine Kalibrierung mit drei O¨l/Fettsa¨ure-Gemischen im relevan-
ten Konzentrationsbereich durchgefu¨hrt. Fu¨r das Analyseziel
”
Reaktionsmonitoring am
Einzeltropfen“ ist die Kenntnis der Gesamtmenge an produzierter Fettsa¨ure erforder-
lich. Demzufolge wurde nur der Fettsa¨urepeak (Abb. 3.2 (A)) fu¨r die Kalibrierung
3Sa¨ulenla¨nge l = 15m und Innendurchmesser di = 0, 32mm
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Abbildung 3.2: FID-Signal fu¨r die Reinsubstanzen: (A) kommerziell erworbene
Spaltfettsa¨ure und (B) Rapso¨l (experimentelle Daten gema¨ß [25])
herangezogen und dessen Fla¨che AFID als Funktion der Fettsa¨uremenge nFFS,GC aus-
gewertet. In Abb. 3.3 ist fu¨r den relevanten Konzentrationsbereich der lineare Zusam-
menhang zwischen der Produktmenge und der korrespondierenden Peakfla¨che darge-
stellt. Aus der linearen Korrelation la¨sst sich die Fettsa¨uremenge der Probe aus der















wobei nO¨l,0 gleich der Rapso¨lmenge zu Reaktionsbeginn ist. Reproduzierbare Kalibrier-
messungen (drei Wiederholungen pro Rapso¨l-/Fettsa¨uregemisch) sowie ein linearer Zu-
sammenhang im untersuchten Konzentrationsbereich legen nahe, dass weder Rapso¨l
noch Fettsa¨ure in der Sa¨ule akkumulieren.
Wie aus der Literatur bekannt ist, spaltet die Lipase aus Candida rugosa alle
drei Esterbindungen langkettiger Triglyceride mit der gleichen Wahrscheinlichkeit [9].
Dementsprechend entstehen neben den Fettsa¨urespaltprodukten auch Mono- und Di-
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AFID = 260,35 * nFFS mit  R
2
 = 0,9998
Abbildung 3.3: Kalibrierung des Gaschromatographen im untersuchungsrelevanten
Konzentrationsbereich der Fettsa¨ure (experimentelle Daten gema¨ß [25])
glyceride als Zwischenprodukte. In Abb. C.1 (S. 125) ist exemplarisch ein Chromato-
gramm fu¨r einen Umsatz von 0,2% dargestellt. Unter den angewandten Trennbedin-
gungen werden die Monoglyceride (Retentionszeit 20 − 25 Minuten) aus der Probe
abgetrennt, wohingegen fu¨r die Diglyceride keine Abtrennung vom Rapso¨l erfolgt. Die
qualitative und quantitative Bestimmung aller an der Hydrolysereaktion beteiligten or-
ganischen Spezies ist unter den genannten Trennbedingungen nicht mo¨glich. Das Un-
tersuchungsziel, die Identifizierung und quantitative Auswertung des Fettsa¨urepeaks
zur Detektion der produzierten Fettsa¨uremenge am Einzeltropfen, ist hingegen mit der
angewandten Methode realisierbar.
3.2.2 Grenzfla¨chenspannung – Pendant-Drop-Methode
Prinzip Mit der Pendant-Drop-Methode ist die Messung der Grenzfla¨chenspannung σ
zwischen zwei fluiden Phasen mo¨glich. Die theoretische Grundlage hierfu¨r liefert die
von deLaplace und Young entwickelte Gleichung zur Beschreibung der Druckdifferenz










Dabei ist σ – die Grenzfla¨chenspannung, r1 und r2 – Kru¨mmungsradien (orthogonal),
∆p – die Differenz des hydrostatischen Druckes zwischen Tropfeninnerem und - a¨uße-
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Abbildung 3.4: Grenzfla¨chenspannung am Tropfen: (A) Tropfenprofil (Fluid I – wa¨ss-
rige Phase, Fluid II – o¨lige Phase) und (B) Kra¨ftegleichgewicht an der Tropfenober-
fla¨che
rem. Im Gleichgewicht ist die Druckdifferenz zwischen innerer und a¨ußerer Seite der
Grenzfla¨che abha¨ngig von der Grenzfla¨chenspannung und der Geometrie der Grenz-
fla¨che zwischen den beiden Phasen. Herrscht einzig die Gewichtskraft vor, so ist die
Druckdifferenz linear abha¨ngig von der Tropfenho¨he,
∆p = ∆p0 +∆̺ g z (3.5)
dabei ist ∆p0 – die Druckdifferenz an der Bezugsebene (Tropfenapex), ∆̺ – der Dich-
teunterschied zwischen Fluid I und II, g – die Erdbeschleunigung, z – die Tropfenho¨he
am Punkt P (x, z), gemessen von der Bezugsebene. An einem ha¨ngenden bzw. ste-
henden Tropfen, je nach Dichtedifferenz der beiden Phasen, herrscht ein hydrodyna-
mischer und mechanischer Gleichgewichtszustand. Die Tropfenform ergibt sich aus ei-
nem Kra¨ftgleichgewicht zwischen Gewichts-, Auftriebs-, Kapillar- und Grenzfla¨chen-












+∆̺ g z (3.6)
dabei ist φ – der Winkel zwischen der Tangente am Punkt P (x, z) und der Bezugsebene,
x – die Tropfenbreite am Punkt P (x, z), r1 – der Kru¨mmungsradius am Punkt P (x, z),
b – der Kru¨mmungsradius der Tropfenoberfla¨che am Tropfenapex. Andreas et al. [3],
Rotenberg et al. [71] und Stauffer [87] leiteten unter anderen aus der theoretischen
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Beschreibung der Tropfenform eine mathematische Routine ab, die es erlaubt, aus der
Tropfenform die Grenzfla¨chenspannung zu berechnen.
Ein Tropfen von Fluid I, an einer Nadel ha¨ngend, wird in die kontinuierliche Phase
von Fluid II eingehangen. In Abb. 3.4 (A) ist eine Tropfenkontur beispielhaft darge-
stellt. Die Punkte Pi (xi, zi) liegen auf dem Tropfen und beschreiben das Tropfenprofil.




























und X, Z, S als dimensionslose Koordinaten
x = X a, z = Z a, s = S a (3.12)
Der Formparameter B kann Werte zwischen 0 und 1 annehmen. Fu¨r einen kugelfo¨rmi-
gen Tropfen betra¨gt B < 0, 5 , fu¨r einen langgezogenen Tropfen ist B > 0, 7 . Aufgrund
der Abha¨ngigkeit von a ist der Formparameter spezifisch fu¨r das Stoffsystem.
Zur Ermittlung der Grenzfla¨chenspannung muss zuna¨chst die reale Tropfenkontur
durch eine mathematische Funktion beschrieben werden. Dabei wird der obere Bereich
des Tropfenhalses (Aufha¨ngungspunkt) ausgespart. Das theoretische Tropfenprofil wird
durch Lo¨sung der Differentialgleichungen 3.7, 3.8 und 3.9 unter Beru¨cksichtigung der
Nebenbedingungen im Tropfenapex,
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erhalten und durch Variation von B mittels numerischer Iteration an den mathema-
tischen Fit der Tropfenkontur angepasst. Der Fehler des Lo¨sungsverfahrens ist fu¨r den
Wertebereich des Formparameters B = 0, 48...0, 62 am geringsten. Bei Unterschreiten
eines Grenzwertes fu¨r die Grenzfla¨chenkraft, resultierend aus stoﬄichen oder thermo-































Untersuchungen am Einzeltropfen“: Pendant-Drop-
Methode und Gaschromatographie (P – Pumpe, V1 und V2 – Ventil 1 und 2, W –
Wa¨rmetauscher)
Versuchsaufbau und Durchfu¨hrung Der prinzipielle Versuchsaufbau (Abb. 3.5)
zur Messung der Grenzfla¨chenspannung eines Lipase-Phosphatpuffertropfens (pH 6,5)
in Rapso¨l wurde von Dujardin [25] konzipiert sowie umgesetzt und orientiert sich an
der von Beverung et al. [11] beschriebenen Methode. Auf einer optischen Bank (vibra-
tionsgeschu¨tzt) sind Halogenlampe, Diffusor-Folie, Quarzku¨vette und Digitalkamera
fixiert. Um isotherme Versuchsbedingungen zu gewa¨hrleisten, sind die in der Ku¨vet-
te befindlichen 2ml O¨lphase sowie der in dieser aufgeha¨ngte 12µl Tropfen auf 35 ◦C
thermostatisiert. Zu Versuchsbeginn wird eine geringe Induktionszeit beno¨tigt, damit
beide Phasen die Zieltemperatur erreichen. Der Tropfen ha¨ngt (̺w > ̺o) an einer
2mm (∅A) Kapillare (GLT Lo¨ttechnik, Pforzheim, D), die mit einer Spritze verbun-
den ist. Die Einstellung des Tropfenvolumens erfolgt mittels einer Stellschraube. Das
Dosiersystem erlaubt die Dosierung des Tropfenvolumens mit einer Genauigkeit von
±5%. Zur Realisierung der Probennahme fu¨r die anschließende GC-Analyse und zur
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Erho¨hung des Stoff- bzw. Wa¨rmeaustausches wird die O¨lphase im Kreislauf gepumpt.
Die Stro¨mungsgeschwindigkeit ist dabei gering zu halten, um die Bewegung des Trop-
fens zu minimieren.
In diskreten Zeitintervallen (1− 5 Minuten) wurden Bilder der Tropfen aufgenom-
men. Fu¨r die Fettsa¨ureanalyse im Gaschromatographen wurden 150µl Probe aus der
in der Ku¨vette befindlichen kontinuierlichen o¨ligen Phase entnommen. Die Anzahl der
Probennahmen war aufgrund des geringen Gesamtvolumens der O¨lphase begrenzt. Die
Pendant-Drop-Methode ist sehr sensitiv gegenu¨ber Verunreinigungen. Dies kann zu
einer Verfa¨lschung der Messergebnisse fu¨hren. Dem wurde bei der Durchfu¨hrung und
Probennahme durch sorgfa¨ltige Versuchsvorbereitung und -durchfu¨hrung Rechnung ge-
tragen.
Aus den digitalen Bilddaten der Kamera wurde unter Verwendung der Software
DSA 10 (Kru¨ss, Hamburg, D) die mathematische Beschreibung des Tropfenprofils er-
mittelt, und anschließend die Grenzfla¨chenspannung sowie Oberfla¨che und Volumen
des Tropfen berechnet.
Die Wahl des Tropfenvolumens ergibt sich aus der Optimierung beobachtbarer Re-
aktionszeit und des B-Parameterwertes im auswertbaren Bereich. Voruntersuchungen
ergaben ein optimales Tropfenvolumen von 12µl am Versuchsanfang. Bei diesem Volu-
men bildet sich ein kugelfo¨rmiges Profil fu¨r B < 0, 5 aus. Diese Form a¨ndert sich
jedoch sehr schnell, so dass sich nach einer Minute der Tropfen im optimalen B-
Parameterbereich befindet, der bis zum Tropfenabriss beibehalten wird. Ein Tropfen-
volumen von 12µl wird zu Beginn eines jeden Experimentes eingestellt.
Abb. 3.6 zeigt exemplarisch die A¨nderung der Tropfenkontur wa¨hrend der Reaktion.
Durch die Adsorption grenzfla¨chenaktiver Substanzen an der Phasengrenzfla¨che wird
die Grenzfla¨chenspannung mit fortschreitender Reaktionszeit abgesenkt. Dies fu¨hrt zur
A¨nderung der Tropfenkontur bzw. des B-Parameters.
t = 0 min t = 135 mint = 60 min
B = 0,45 B = 0,57 B = 0,60
Abbildung 3.6: Zeitliche A¨nderung der Tropfenkontur wa¨hrend der Reaktion (ce0 =
4µg/ml)
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Um die heterogene Lipolysereaktion kinetisch charakterisieren zu ko¨nnen, ist die Kennt-
nis des Reaktionsfortschrittes sowie der Phasengrenzfla¨che in hoher zeitlicher Auflo¨sung
notwendig. Der Reaktionsfortschritt wird bei der betrachteten Reaktion in der Regel
anhand der entstehenden Fettsa¨uren detektiert. Die Standardmethode hierzu, die Ti-
tration, erfolgt offline und beno¨tigt mehrere Minuten Analysedauer. Um die Fettsa¨uren
in hoher zeitlicher Auflo¨sung zu ermitteln, wurde unter Verwendung der Infrarot(IR)-
Spektroskopie eine neuartige kontinuierliche (online4) Methode zur Fettsa¨ureanalyse
entwickelt [75]. Die Titration kam zur Fettsa¨urebestimmung im Zusammenhang mit ei-
nem Aktivita¨tstest, bei Untersuchungen verschiedener Einflussgro¨ßen (pH-Wert, Tem-
peratur und Ru¨hrergeschwindigkeit) und zur Validierung der IR-Analytik zur Anwen-
dung. Fu¨r die inline5 Messung der Tropfengro¨ße wurde ein von Reich [68] entwickeltes,
neuartiges Verfahren herangezogen, die Photonendichtewellen(PDW)-Spektroskopie,
mit der disperse Systeme hoher Konzentrationen und optischer Dichte charakterisiert
werden ko¨nnen.
3.3.1 Oﬄine-Messung des Reaktionsfortschrittes – Titration
Die Bestimmung der Fettsa¨ure durch Titration mit einer ethanolischen Kalilauge ent-
spricht einer Neutralisationsreaktion:
R− COOH + KOH −→ H2O + R− COOK
Es wird davon ausgegangen, dass die Base und die Sa¨ure im sto¨chiometrischen Verha¨lt-
nis reagiert. Fu¨r die Bestimmung des Fettsa¨uregehaltes in der Emulsion wurde zuna¨chst
die O¨lphase von der Wasserphase in einer 1, 5ml Emulsionsprobe mittels einer Biofuge
(pico, Heraeus, Hanau, D) abgetrennt. Von der getrennten O¨lphase wurden 0, 45ml ab-
pipettiert und in einer Ku¨vette mit 0, 1ml einer Phenolphthalein-Lo¨sung6 und 3ml ei-
ner Ethanol/Aceton-Mischung (Volumenverha¨ltnis 1:1) mit einem Magnetru¨hrer (RET
control-visc, Ika Labortechnik, Staufen, D) vermischt. Unter weiterem Ru¨hren wur-
de mit einer 1ml Bu¨rette 0, 5M Kalilauge bis zum A¨quivalenzpunkt (Farbumschlag
von farblos zu Magenta) zugegeben. Die Verwendung eines Ethanol/Aceton-Gemisches
4Eine geringe Probenmege wird kontinuierlich aus dem Reaktionsgemisch entnommen, entspre-
chendem Analysengera¨t zugefu¨hrt, vermessen und wieder in den Reaktor zuru¨ckgefu¨hrt.
5Die Messung erfolgt direkt im Reaktor ohne zusa¨tzliche Probennahme.
61 g Phenolphthalein wurde in 100ml Ethanol gelo¨st.
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diente einer verbesserten Lo¨slichkeit der o¨ligen Probe in der Kalilauge. Die Fettsa¨ure-
menge in der O¨lprobe nFFS,KOH,P wurde wie folgt berechnet,
nFFS,KOH,P = VKOH cKOH − nFFS,0 (3.15)
wobei VKOH dem verbrauchten Volumen der Kalilauge und cKOH der Konzentrati-
on an OH− in der ethanolischen Lo¨sung entsprechen. Der Wert von nFFS,0 gibt die
natu¨rliche Menge freier Fettsa¨uren im frischem O¨l an. Deren ebenfalls durch Titration
ermittelte Wert stimmte mit dem vom Hersteller angegebenen Wert u¨berein. Die pro-
duzierte Fettsa¨uremenge fu¨r das gesamte Reaktionsvolumen nFFS,KOH,RK ist abha¨ngig
vom Verha¨ltnis des Reaktionsvolumens VRK zum Probenvolumen VP und der Fettsa¨ure-





Der Umsatz ergibt sich aus der zu Reaktionsbeginn eingesetzten Rapso¨lmenge nO¨l,0
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Abbildung 3.7: Qualita¨t der KOH-Titration: Vergleich von gemessener und einge-
wogener (theoretischer) Fettsa¨uremenge in 0, 45ml o¨ligem Probenvolumen fu¨r unter-
schiedliche Fettsa¨uremengen
36
3.3 Untersuchungen an der Emulsion
Um die Qualita¨t der Titration in einem o¨ligen Medium zu u¨berpru¨fen, wurden
Fettsa¨ure/O¨l-Gemische unterschiedlicher Konzentration hergestellt und die Menge der
Fettsa¨ure bestimmt. Die eingewogene Fettsa¨uremenge (theoretischer Wert) und die
mittels Titration bestimmte Menge wurden miteinander verglichen. Abb. 3.7 zeigt die
gute U¨bereinstimmung von theoretischem und gemessenem Wert.
3.3.2 Online-Messung des Reaktionsfortschrittes
Fourier-Transformations(FT)-Infrarot(IR)-Absorptionsspektroskopie mit
einer ATR-Messzelle In der Infrarot-Absorptionsspektroskopie wird die zu unter-
suchende Probe mit elektromagnetischen Wellen aus dem Infrarotbereich durchstrahlt.
Einzelne Moleku¨lgruppen absorbieren Strahlung und werden dadurch in Schwingung
versetzt. Dabei sind zwei Schwingungsarten zu unterscheiden: Deformationsschwingun-
gen (Pendeln, Scheren, Wippen bzw. Verdrillen) und Streckschwingungen (symmetrisch
und asymmetrisch) [85]. Der prima¨re Anwendungsbereich der Infrarotspektroskopie ist
die Identifizierung organischer Verbindungen. Komplexe organische Verbindungen wei-
sen im Mittelinfrarotbereich ein eindeutig zuzuweisendes Spektrum auf (Fingerprint-
bereich). Die hohe Spezifita¨t der Methode ermo¨glicht eine quantitative Bestimmung
einzelner Komponenten in einem Gemisch bekannter qualitativer Zusammensetzung
[85].
Die IR-Spektroskopie wurde zur Bestimmung der Fettsa¨uremenge bei der enzyma-
tischen Fettspaltung im Emulsionssystem (w/o) angewandt. Emulsionen haben einen
hohen dispersiven Anteil. Das hat zur Folge, dass aufgrund der starken optischen Streu-
ung nur ein geringer Teil der eingestrahlten Energie nach Durchgang durch die Emul-
sion detektiert wird. Diese ist fu¨r eine quantitative Analyse im Allgemeinen zu gering.
Die Verwendung von IR-Transmissionsmesszellen ist daher nicht empfehlenswert. Als
geeigneter erweist sich ein Messzellentyp (ATR-Messzelle), der auf dem Prinzip der To-
talreflexion beruht. Der Aufbau und das Funktionsprinzip sind in Abb. 3.8 dargestellt.
Fa¨llt elektromagnetische Strahlung durch ein Medium mit vergleichsweise hohem
Brechungsindex (internes Reflexionselement) unter einem ho¨heren als dem kritischen
Einfallswinkel auf die Grenzfla¨che zu einem Medium mit kleinerem Brechungsindex
(Probe), so wird die Strahlung in das optisch dichtere Material zuru¨ckreflektiert. Da-
bei dringt die Strahlung geringfu¨gig vom optisch dichteren in das optisch du¨nnere
Medium als geda¨mpfte Oberfla¨chenwelle ein. Das Licht wird an der U¨bergangsstelle
















Abbildung 3.8: Prinzipskizze der Vorga¨nge in der ATR-Messzelle (Ausschnitt); die
Emulsion stro¨mt mit einem Volumenstrom V˙ von 12ml/min durch die Messzelle.
halb der Messzelle) zur Erho¨hung des Signal/Rausch-Verha¨ltnisses, wa¨hrend die Probe
mit der an Intensita¨t abnehmenden Welle interagiert. Daraus folgt eine Absorption an
jeder Reflexionsstelle. Da demnach nicht die gesamte Strahlung vollsta¨ndig reflektiert
wird, spricht man von einer abgeschwa¨chten Totalreflexion (Attenuated Total Reflec-
tance).
Zur Untersuchung wurde als internes Reflexionselement ein Zinkselenit-Kristall (Zn-
Se) verwendet. Der IR-Strahl trifft mit einem Einfallswinkel θ von 45 ◦ auf die Grenz-
fla¨che zwischen Kristall und Probe. U¨ber die Kristallla¨nge von 14, 5mm ergeben sich
sechs Reflexionsstellen. Bei einem Probenvolumen von 45mm3 besteht eine Proben-
schichtdicke von 1mm.
Als Eindringtiefe dP ist der Weg definiert, nach dem die Energie gegen Null strebt.
Er ist proportional zur Wellenla¨nge λ des eingestrahlten Lichtes und umgekehrt pro-
portional zum Quotient der Brechungsindizes vom optisch dichterem zum du¨nnerem





sin2 θ − n221
)1/2 (3.18)
Da der Brechungsindex eine temperaturabha¨ngige Gro¨ße ist, wurde eine temperierte
Messzelle verwendet.
Aufgrund der geringen Eindringtiefe der Strahlung ist die abgeschwa¨chte Totalrefle-
xion im Allgemeinen unabha¨ngig von der Probendicke und erlaubt es somit, stark ab-
sorbierende oder dispersive Proben zu analysieren. Bei der quantitativen Auswertung
von ATR-Spektren ist darauf zu achten, dass die Eindringtiefe von der Wellenla¨nge
abha¨ngt. Strahlung mit gro¨ßerer Wellenla¨nge dringt tiefer in die Probe ein, so dass in
einem ATR-Spektrum Banden mit gro¨ßerer Wellenla¨ngen intensiver sind im Vergleich
zu jenen kleinerer Wellenla¨ngen.
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Bei der Verwendung von ATR-Messzellen sind ferner folgende Aspekte zu beru¨ck-
sichtigen:
1. Das Maß des physikalischen Kontakts zwischen Probe und internem Reflexions-
element bestimmt die Empfindlichkeit der Messung bzw. beeinflusst die Kon-
zentrationslinearita¨t. Fu¨r feste Proben ist dies zu beru¨cksichtigen, bei flu¨ssigen
Proben jedoch vernachla¨ssigbar.
2. Bei apparativen Vera¨nderungen (z. B. Ausrichtung der Spiegel) kann sich der
Einfallswinkel a¨ndern, die Folge ist eine Variation der Eindringtiefe (Gl. 3.18).
Daraus resultiert eine A¨nderung der absoluten Absorption der bestimmten Spezi-
es. Apparative A¨nderungen erfordern demnach eine Rekalibrierung der Methode.
3. Eine ungleichma¨ßige Verteilung der Reaktanden in direkter Na¨he des Kristalls
fu¨hrt zu nicht reproduzierbaren und verfa¨lschten Ergebnissen. Dies wird z. B.
durch Adha¨sion oder durch eine inhomogene Verteilung der Reaktanden im Film
auf der Kristalloberfla¨che hervorgerufen.
4. Durch chemisch aggressive Medien wird die Kristalloberfla¨che angegriffen und
vera¨ndert. Dies fu¨hrt zu diffuser Reflexion an der Oberfla¨che und Ablagerungen
der verwendeten Reaktanden und entstehenden Produkte in der poro¨sen Schicht.
Beides fu¨hrt zu einer Abnahme der Strahlungsintensita¨t.
Das Ergebnis der IR-Absorptionsspektroskopie ist die Transmission T . Sie ist das
Verha¨ltnis der Strahlungsintensita¨t I nach den Absorptionsvorga¨ngen in der Probe zur





Fu¨r die quantitative Bestimmung wird entweder die Peakho¨he oder die Peakfla¨che des
Absorptionsspektrums verwendet [95]. Die Absorption A ergibt sich aus dem negativen
dekadischen Logarithmus der Transmission.
A = − log T (3.20)
Experimenteller Aufbau Der schematische Aufbau der Versuchsanlage fu¨r die kon-
tinuierliche Ermittlung des Reaktionsfortschrittes mittels IR-Spektroskopie wird in
Abb. 3.9 gezeigt. Die im Reaktor hergestellte Emulsion (Abschn. 3.3.4, S. 61) wurde
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kontinuierlich im Kreislauf mit konstantem Volumenstrom durch die ATR-Messzelle
gepumpt. Konstante Emulsionseigenschaften sind ein wichtiges Kriterium fu¨r reprodu-
zierbare Messungen. Durch Anordnung der Pumpe nach der ATR-Messzelle und einer
konstanten Ru¨hrergeschwindigkeit stellt sich nach drei Minuten ein stationa¨rer Gleich-
gewichtszustand bezu¨glich der Emulsionseigenschaften und der Stro¨mungsverha¨ltnisse
in der Messzelle ein7. Ist dieser Zustand erreicht, wird die Reaktion durch Zugabe
der Lipaselo¨sung gestartet. Die Temperierung von Reaktor und ATR-Messzelle erfolgt









Abbildung 3.9: Experimenteller Aufbau zur Bestimmung des Reaktionsfortschrittes
mittels FTIR/ATR-Spektroskopie (P – Pumpe, W – Wa¨rmetauscher)
Fu¨r die Untersuchungen zum Reaktionsfortschritt wurde ein Fourier-Transformati-
on-Infrarot-Spektrometer (Spektrum 1000 von Perkin Elmer, Rodgau, D) verwendet, da
es gegenu¨ber dispersiven IR-Spektrometern ein verbessertes Signal/Rausch-Verha¨ltnis
und eine stark erho¨hte Detektionsgeschwindigkeit des gesamten IR-Spektrums aufweist.
Die Steuerung von Messwerterfassung und -auswertung erfolgte online mit Hilfe ei-
nes eigens zu diesem Zweck entwickelten Messprogramms auf Basis der herstellerspezifi-
schen Makrosprache
”
Spektrum Procedures“ (Perkin Elmer, Rodgau, D). Die Betriebs-
parameter des Spektrometers sowie Messintervalldichte, Reaktionsbeginn und -ende
werden vom Benutzer vorgegeben. Der Maximalwert des charakteristischen Fettsa¨ure-
peaks (Wellenzahl υ = 1710 cm−1) wird automatisch bestimmt und mit Hilfe der Kali-
7Dies wurde mit Tracer-Versuchen u¨berpru¨ft.
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briergleichung in die Fettsa¨uremenge bzw. den Umsatz der sto¨chiometrisch limitieren-
den Spezies umgerechnet. Abb. 3.10 zeigt beispielhaft den Bildschirmausdruck wa¨hrend
einer Messung (Reaktionsende).
Abbildung 3.10: Selbstentwickeltes Programm zur Messdatenerfassung und Steue-
rung der FTIR-Analyse am Beispiel der Spektrenaufnahme
Um die Analysendauer zu verku¨rzen, wurde nur der Teil des Spektrums gescannt,
in dem der charakteristische Fettsa¨urepeak zu suchen ist. Das Signal/Rausch-Verha¨lt-
nis wird erho¨ht, indem der ausgewa¨hlte Wellenzahlbereich wiederholt gemessen und
aus den erhaltenen Absorptionswerten der Mittelwert gebildet wird. Fu¨r den Wellen-
zahlbereich von 1640− 1800 cm−1 ergab sich eine Messdauer von 50 Sekunden, wobei
die Ausgabewerte (Mittelwerte) auf jeweils acht Einzelscans basieren. Die sich aus den
Betriebsparametern ergebende Messdauer ist angesichts der geringen Zeitkonstante der
Reaktion fu¨r die geforderte zeitliche Auflo¨sung als ausreichend anzusehen.
Charakteristische Peaks In Abb. 3.11 sind die Absorptionsspektren der Reaktan-
den und Produkte (Rapso¨l, Phosphatpuffer, freie Fettsa¨ure und Glycerin8) dargestellt.
Zur Ermittlung der Spektren wurde jede Spezies einzeln in der ATR-Messzelle un-
tersucht. Die Komponenten der O¨lphase weisen charakteristische Peaks außerhalb des
sogenannten Fingerprintbereiches auf. Der signifikante Peak des Rapso¨ls hat sein Ma-
ximum bei der Wellenzahl 1740 cm−1 (λ = 5, 75µm), dieser wird durch eine Streck-
8Partialglyceride wurden nicht betrachtet.
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schwingung der C=O-Bindung der Estergruppe hervorgerufen. Bei einer Wellenzahl
von 1710 cm−1 (λ = 5, 85µm) absorbiert die C=O-Bindung der Carboxylgruppe der
Fettsa¨ure elektromagnetische Strahlung und wird dadurch ebenfalls in Streckschwin-
gungen versetzt. Die signifikanten Peaks der Fettsa¨ure und des Rapso¨ls liegen fu¨r
eine quantitative Analyse in einem genu¨gend großen Abstand voneinander entfernt,
so dass Interferenzen ausgeschlossen werden ko¨nnen. Der charakteristische Peak der
Fettsa¨ure weist eine ho¨here Signalsta¨rke im Vergleich zu jenem des Rapso¨ls auf. Er be-
sitzt dementsprechend ein besseres Signal/Rausch-Verha¨ltnis, das zu einem geringeren
Analysefehler fu¨hrt. Aus diesem Grund ist der Fettsa¨urepeak fu¨r das Monitoring des
Reaktionsfortschrittes dem Rapso¨lpeak vorzuziehen und wird somit zur quantitativen
Auswertung verwendet. Interferenzen durch Wasser bei der Wellenzahl 1710 cm−1 tre-
ten nur im geringen Maße auf und werden durch die Art und Weise der Kalibrierung
beru¨cksichtigt. Die Lipase absorbiert ebenfalls Strahlung im Infrarotbereich, jedoch ist
die hier verwendete Wassermenge im Vergleich zur verwendeten Lipasemenge so groß,
dass die signifikanten Lipasepeaks vom Wasserspektrum u¨berblendet werden.9 Ferner
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Abbildung 3.11: IR-Absorptionsspektren der Reaktanden und Produkte
Einfluss der Tropfengro¨ße Das Monitoring des Reaktionsfortschrittes erfolgt an-
hand der w/o-Emulsion, ohne diese zuvor zu trennen. Das zweiphasige Reaktionsge-
9experimentelle Daten nicht dargestellt
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misch fließt mit einem Volumenstrom von 12ml/min kontinuierlich u¨ber den Kristall
(Abb. 3.8). In allen Untersuchungen stellt O¨l die kontinuierliche Phase dar. Die bessere
Benetzbarkeit des ZnSe-Kristalls mit der O¨lphase, im Vergleich zur wa¨ssrigen Phase,
rechtfertigt die Annahme, dass sich ein zusammenha¨ngender O¨lfilm auf der Kristallo-
berfla¨che ausbildet.
Um festzustellen, ob Wassertropfen das Messsignal beeinflussen, wurden w/o-Emul-
sionen mit konstanten Volumenverha¨ltnissen bei verschiedenen Ru¨hrergeschwindigkei-
ten nR untersucht. Emulsionsherstellung sowie Durchfu¨hrung der IR-Messung erfolgte
nach der in Abschn. 3.3.4 (S. 61) beschriebenen Vorgehensweise. Der Phosphatpuffer
enthielt dabei keine Lipase und die o¨lige Phase bestand aus einem Fettsa¨ure/Rapso¨l-
Gemisch entsprechend einem Umsatz von 50%. Eine definierte Emulsionsmenge wurde
kontinuierlich u¨ber den ATR-Kristall geleitet und die Ho¨he des Fettsa¨urepeaks bei
1710 cm−1 bestimmt.
Es ist festzustellen, dass mit zunehmender Ru¨hrergeschwindigkeit, gleichbedeutend
mit einem in der Regel abnehmenden mittleren Tropfendurchmesser, die Ho¨he des
betrachteten Fettsa¨urepeaks abnimmt (Abb. 3.12). Im untersuchten Bereich betra¨gt die
A¨nderung 3%. Da die Variation des mittleren Tropfendurchmessers eine Signala¨nderung
verursacht, wird vermutet, dass sich Wassertropfen im fu¨r die Spektroskopie relevanten
Messvolumen befinden und den eindringenden IR-Strahl beeinflussen. Je kleiner die
Tropfen werden, desto mehr Strahlung wird gestreut und nicht mehr reflektiert. Dies
fu¨hrt insgesamt zu einem schwa¨cheren Signal.
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Abbildung 3.12: Das zeitliche Verhalten des Fettsa¨urepeaks im IR-Absorptionsspek-
trum bei υ = 1710 cm−1 fu¨r verschiedene Ru¨hrergeschwindigkeiten nR
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Die Signalsta¨rke ist fu¨r jede Ru¨hrergeschwindigkeit zeitlich konstant. Dies weist auf
einen gleichbleibenden Einfluss des Wassers und konstante Stro¨mungsverha¨ltnisse hin.
Sowohl die Kalibrierung als auch die Reaktionsuntersuchungen wurden bei der gleichen
Ru¨hrergeschwindigkeit durchgefu¨hrt.
Beobachtung des Reaktionsfortschrittes Der im vorangegangenen Paragraph
”
Einfluss der Tropfengro¨ße“ beschriebene Versuch wurde mit einer Ru¨hrergeschwin-
digkeit von 250min−1 fu¨r unterschiedliche Rapso¨l/Fettsa¨ure-Zusammensetzungen der
o¨ligen Phase wiederholt, um das IR-Spektrum des Zweiphasensystems fu¨r verschiede-
ne Umsa¨tze zu betrachten. Die charakteristischen Peaks fu¨r Rapso¨l (υ = 1740 cm−1)
und Fettsa¨ure (υ = 1710 cm−1) sind in Abb. 3.13 fu¨r verschiedene Umsa¨tze dargestellt.
Bei υ = 1729 cm−1 existiert ein sogenannter isosbestischer Punkt zwischen Rapso¨l-
und Fettsa¨urepeak. Der isosbestische Punkt entspricht der Wellenla¨nge, bei der sich
die Strahlungsabsorption in Abha¨ngigkeit des O¨l/Fettsa¨ure-Verha¨ltnisses nicht a¨ndert.
Bei υ = 1729 cm−1 sind die Absorptionskoeffizienten von Rapso¨l bzw. Fettsa¨ure der-
art miteinander sto¨chiometrisch verknu¨pft, dass die Absorptionszunahme durch die
entstehenden Fettsa¨uren mittels der Absorptionsabnahme aufgrund der verbrauchten
O¨lmoleku¨le kompensiert wird. Der Absorptionswert bei dieser Wellenla¨nge ist somit
zeitlich konstant und nicht vom Reaktionsfortschritt abha¨ngig. Reaktionssysteme, die
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Abbildung 3.13: Vera¨nderung der charakteristischen O¨l- bzw. Fettsa¨urepeaks bei
verschiedener Zusammensetzung der o¨ligen Phase; ein sogenannter isosbestischer
Punkt existiert bei υ = 1729 cm−1.
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Der Phosphatpuffer weist bei einer Wellenzahl von 1650 cm−1 einen signifikanten
Peak auf (Abb. 3.11). Im Zweiphasensystem ist fu¨r den Phosphatpuffer bei dieser Wel-
lenzahl eine geringe Absorption zu beobachten (Abb. 3.13). Demzufolge absorbieren
nur marginale Mengen der wa¨ssrigen Phase IR-Strahlung, dies la¨sst auf Spuren von
Phosphatpuffer im Detektionsbereich schließen. Die relative Ho¨he dieses Signals (Aus-
wertung mit Basislinie) bleibt mit zunehmenden Umsatz konstant. Der Effekt wird
durch die Kalibrierung mit beru¨cksichtigt.
Die Eindringtiefe des IR-Strahls in die Probe berechnet sich nach Gl. 3.18 fu¨r die
relevante Wellenla¨nge von 1710 cm−1 bei einem Umsatz von 50% zu 0, 6µm.
In Abb. 3.13 kann eine Erho¨hung der Basislinie mit steigendem Umsatz beobach-
tet werden. Die Ermittlung der Peakho¨he erfolgt daher unter Beru¨cksichtigung der
Basislinienverschiebung.
In Abb. 3.14 ist die Entwicklung der signifikanten Rapso¨l- bzw. Fettsa¨urepeaks
wa¨hrend eines Reaktionsexperimentes dargestellt. Die Abnahme der Rapso¨lmenge bei







Abbildung 3.14: Zeitlicher Verlauf des Rapso¨l- bzw. Fettsa¨urepeaks wa¨hrend eines
Reaktionsexperimentes (ce0 = 4µg/ml)
Kalibrierung Fu¨r die Bilanzierung der betrachteten Reaktion ist die Konzentrati-
onsmessung einer Spezies (Schlu¨sselkomponente) ausreichend. Aus dem Reaktionsfort-
schritt, repra¨sentiert durch den Umsatz der sto¨chiometrisch limitierenden Spezies X¯i,
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lassen sich die Konzentrationen aller an der Reaktion beteiligten Spezies rechnerisch
ermitteln. Wie bereits erla¨utert, wurde als Schlu¨sselkomponente die freie Fettsa¨ure aus-
gewa¨hlt. Um von der Peakho¨he auf die Fettsa¨urekonzentration schließen zu ko¨nnen,
wurde eine Kalibrierung des Reaktionssystems durchgefu¨hrt. Hierfu¨r wurden Kali-
briergemische bekannter Zusammensetzung von Rapso¨l, Phosphatpuffer (ohne Lipa-
se), Fettsa¨ure und Glycerin hergestellt. Aus vorgegebenen Umsa¨tzen und Anfangsmas-
sen der beiden Edukte Rapso¨l und Phosphatpuffer wurden nach Gln. 3.21 und 3.22
die Gemische fu¨r die jeweiligen Umsatzstufen (Tab. 3.2) berechnet. Dabei ist Rapso¨l
die sto¨chiometrisch limitierende Komponente X¯O¨l. Die vorgegebenen Anfangsmassen
sind identisch mit denen zur reaktionskinetischen Untersuchung verwendeten. Die ne-
ben Fettsa¨ure und Glycerin entstehenden Partialglyceride fanden bei der Kalibrierung
keine Beru¨cksichtigung, da die Bilanzierung der Reaktion auf Basis der gespaltenen
Esterbindungen erfolgt.




mi = ni Mi (3.22)
Tabelle 3.2: Zusammensetzung der Vorlagen zur Kali-
brierung der IR-Spektroskopie
Umsatz Rapso¨l Phosphatpuffer Fettsa¨ure Glycerin
% g g g g
0 617,5 228,4 0 0
20 493,0 220,1 117,9 12,9
50 308,1 208,9 295,2 32,2
80 126,6 197,5 471,9 51,5
100 0 189,8 589,5 64,2
Die Reaktionsparameter der Kalibrierung entsprechen denen der reaktionskineti-
schen Experimente (Tab. 3.3, S. 62). Die Emulsion des jeweiligen Kalibriergemisches
wurde im Ru¨hrkesselreaktor hergestellt und kontinuierlich durch die ATR-Messzelle im
Kreislauf gepumpt. Nachdem sich ein stationa¨rer Emulsionszustand eingestellt hatte,
wurde das IR-Spektrum des jeweiligen Kalibriergemisches vermessen und die Peakho¨he
bei υ = 1710 cm−1 unter Beru¨cksichtigung der Basislinie bestimmt.
Da die Kalibrierung fu¨r verschiedene Rapso¨l/Fettsa¨ure-Zusammensetzungen erfolg-
te, wurde die Abha¨ngigkeit des Brechungsindexes vom Umsatz und die daraus resul-
tierende A¨nderung der Eindringtiefe des IR-Strahls automatisch beru¨cksichtigt.
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In Abb. 3.15 ist der funktionelle Zusammenhang der Absorptionsintensita¨t des zur
Auswertung verwendeten Fettsa¨urepeaks (υ = 1710 cm−1) und der Fettsa¨uremenge
dargestellt. Die Fettsa¨uremenge kann aus dem linearen Zusammenhang
nFFS,FTIR = 2099, 7 · A1710 (3.23)
bestimmt werden. Das untere Detektionslimit liegt ungefa¨hr bei 12mmol.



















nFFS = 2099.7 * A1710  mit R
2
 = 0.997
Abbildung 3.15: Kalibriergerade der IR-Absorptionsspektroskopie fu¨r den zur Aus-
wertung verwendeten Fettsa¨urepeak (υ = 1710 cm−1)
Die Kalibrierung erfolgte zu Beginn der Untersuchungsreihe. Die Kristalloberfla¨-
che vera¨nderte sich aufgrund der aggressiven Wirkung der Fettsa¨uren im Verlauf der
Untersuchungen. Die angegriffene ZnSe-Oberfla¨che fu¨hrt zu einer Signalabschwa¨chung.
Dementsprechend wurden die origina¨ren Messergebnisse der FTIR-Analyse mit dem
Korrekturfaktor aFTIR verrechnet (Anhang D, S. 127). Als Ergebnis wird eine kor-
rigierte Fettsa¨uremenge nFFS,FTIR,korr erhalten. In Abb. 3.16 ist dieser korrigierte
Fettsa¨uremengen-Zeit-Verlauf beispielhaft fu¨r die Enzymkonzentrationen 2 und 4µg/ml
dargestellt. Um die Qualita¨t der Korrektur zu bestimmen, wurde die reale Fettsa¨ure-
menge nFFS,KOH,Rk oﬄine mittels ethanolischer KOH-Titration (Abschn. 3.3.1, S. 35)
parallel zur kontinuierlichen Messung ermittelt und mit den Korrektur-Werten vergli-
chen (Abb. 3.16). Innerhalb der ersten 5 Stunden verringert sich der relative Fehler
von gemittelten 20% auf unter 10%. Nach 20 Stunden sind Korrektur-Wert und rea-
ler Wert nahezu identisch. Es wird angenommen, dass die zeitabha¨ngige Abweichung
zwischen realer und korrigierter Fettsa¨uremenge fu¨r alle untersuchten Enzymmengen
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u¨bereinstimmt. Der Fehler zu Reaktionsbeginn ist nicht unerheblich, allerdings ist er
bekannt und kann entsprechend beru¨cksichtigt werden.
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Abbildung 3.16: Reaktionsexperimente zwei verschiedener Lipasekonzentrationen:
Vergleich der IR-Analyse mit der KOH-Titration, beispielhaft fu¨r ce0 = 2 und 4µg/ml;
in dieser Untersuchung wurde der Reaktionsendpunkt fu¨r beide Experimente nicht
erreicht.
Umsatzberechnung Der zeitabha¨ngige Umsatz X der sto¨chiometrisch limitierten
Komponente berechnet sich aus der mittels FTIR-Analyse bestimmten Fettsa¨uremenge
nFFS,FTIR,korr (Gl. D.2, S. 127) gema¨ß
X (t) = XO¨l (t) =











Dabei entsprechen nO¨l,0 und nO¨l den Rapso¨lmengen zu Reaktionsbeginn (t = 0min)
bzw. zur Reaktionszeit t.
Reproduzierbarkeit der FTIR-Messung Um die Reproduzierbarkeit der FTIR-
Analyse zu pru¨fen, wurden fu¨r drei verschiedene Enzymkonzentrationen jeweils ein Ex-
periment und eine Wiederholung durchgefu¨hrt. Wie in Abb. 3.17 zu erkennen ist, sind
die durchgefu¨hrten Messungen mit nur geringfu¨gigem Fehler sehr gut reproduzierbar.
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Abbildung 3.17: Reproduzierbarkeit der FTIR-Analyse fu¨r verschiedene Lipasekon-
zentrationen
3.3.3 Bestimmung der Tropfengro¨ße –
Photonendichtewellen-Spektroskopie
Im Hinblick auf die kinetische Charakterisierung ist die Kenntnis der volumenspezi-
fischen Grenzfla¨chengro¨ße des betrachteten zweiphasigen (fl/fl) Reaktionssystems von
großer Bedeutung. Das Messverfahren sollte den fu¨r Emulsionen typischen Tropfen-
gro¨ßenbereich von 0,1 bis 500µm erfassen ko¨nnen und fu¨r die in dieser Arbeit einge-
setzte Tropfenkonzentration von 25Vol.-% verwendbar sein. Die Messung sollte online
und ohne Probenverdu¨nnung erfolgen. Dadurch wird eine unerwu¨nschte A¨nderung der
Tropfengro¨ßenverteilung durch Probennahme und Emulsionsverdu¨nnung vermieden.
Eine zeitliche Auflo¨sung in mindestens derselben Gro¨ßenordnung wie bei dem fu¨r die
Ermittlung des Reaktionsfortschrittes verwendeten Verfahren (50 Sekunden) ist von
Vorteil, um Zusammenha¨nge zwischen Reaktionsfortschritt und Tropfengro¨ße feststel-
len zu ko¨nnen.
Fu¨r die Bestimmung der Tropfengro¨ße in Tropfenkollektiven hoher Konzentrati-
on kommen nur wenige Messverfahren in Frage. Die Mikroskopie ist als abbildendes
und diskontinuierliches Verfahren zur Bestimmung der Tropfengro¨ße und ihrer Vertei-
lung in Emulsionen prinzipiell geeignet [62]. Der experimentelle Aufwand ist jedoch
verha¨ltnisma¨ßig hoch und die zeitliche Auflo¨sung begrenzt. Typische Streulichtmess-
verfahren, wie z. B. Laserbeugungsspektrometrie, ko¨nnen in optisch dichten Medien
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ohne Verdu¨nnung nicht angewendet werden, da Mehrfachbeugung bzw. -streuung das
Messresultat verfa¨lschen. Die Ultraschallextinktionsanalyse erfu¨llt die oben geforderten
Kriterien. Dabei handelt es sich um ein Verfahren zur kontinuierlichen Ermittlung von
Tropfengro¨ßenverteilungen. Tropfengro¨ßen zwischen 10 nm – 3 mm bei Konzentratio-
nen bis zu 70Vol.-% ko¨nnen online detektiert werden. Allerdings stand dieses Verfahren
fu¨r die Untersuchungen nicht zur Verfu¨gung. Die Photonendichtewellen-Spektroskopie
ist ein weiteres Verfahren, welches die oben genannten Kriterien erfu¨llt. Allerdings kann
mit dieser Methode lediglich eine mittlere Tropfengro¨ße und keine Tropfengro¨ßenver-
teilung ermittelt werden.
Mit der Photonendichtewellen(PDW)-Spektroskopie ist die getrennte Ermittlung
von Absorptions- und Streueigenschaften stark streuender Medien mo¨glich. Im Gegen-
satz zu den klassischen Lichtstreumethoden (statische und dynamische Lichtstreuung)
beruht die PDW-Spektroskopie auf dem Prinzip der Mehrfachstreuung von Licht. Bis-
her wurde das Interesse an der PDW-Spektroskopie durch biomedizinische Fragestellun-
gen gepra¨gt [90]. Eine technische Anwendung der PDW-Spektroskopie wurde von Reich
[68] mit der Motivation entwickelt, optische Eigenschaften technisch interessanter,
stark streuender Realsysteme zu charakterisieren. Im Folgenden wird die Anwendung
der PDW-Spektroskopie auf das in dieser Arbeit verwendete w/o-Emulsionssystem
demonstriert. Zuna¨chst soll aber kurz auf den theoretischen Hintergrund der PDW-
Spektroskopie eingegangen werden. Die Ausfu¨hrungen lehnen sich an die Forschungs-
arbeit von Reich an [69, 68].10
Prinzip Die zeit- und ortsabha¨ngige Ausbreitung von intensita¨tsmoduliertem Licht
in einem stark streuenden Medium wird als Photonendichtewelle (PDW) beschrieben,
die durch die Anzahl der Photonen pro Volumen charakterisiert ist. Beim Durchtreten
der PDW durch das Medium a¨ndern sich Amplitude und Phase der Welle, verursacht
durch Absorption und Streuung der sich in der Probe befindlichen Teilchen.
Bei der PDW-Spektroskopie wird sinusfo¨rmig intensita¨tsmoduliertes Laserlicht u¨ber
einen Lichtwellenleiter (LWL) in die zu untersuchende Probe eingestrahlt. Die entste-
hende Photonendichtewelle wird u¨ber einen zweiten Lichtwellenleiter bezu¨glich ihrer
Amplitude und Phasenverschiebung analysiert. Aus diesen Gro¨ßen, Amplitude IAC
und Phase Φ, kann die getrennte Absolutbestimmung von Absorptionskoeffizienten µa
und effektivem Streukoeffizienten µ′s erfolgen. Wa¨hrend mit dem effektiven Streuko-
10Die Untersuchungen zur Tropfengro¨ßenbestimmung mittels PDW-Spektroskopie wurden an der
Universita¨t Potsdam am Institut fu¨r Chemie (Lehrstuhl fu¨r Physikalische Chemie) durchgefu¨hrt. Dabei
wurden Messungen und Auswertung in Zusammenarbeit mit Oliver Reich vorgenommen.
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effizienten die mittlere Teilchengro¨ße bzw. der Volumenanteil der streuenden Spezies
bestimmbar ist, gibt der Absorptionskoeffizient Auskunft u¨ber absorbierende Substan-
zen in der Probe.
Die PDW-Spektroskopie ist insbesondere zur Untersuchung stark streuender Me-
dien mit relativ geringer Absorption geeignet. Einerseits gestattet die hohe Streuung
eine Beschreibung der Lichtausbreitung in Form eines zufa¨lligen Teilchentransports.
Andererseits verringert sich die Photonendichte bei starker Absorption derartig, dass
eine Detektion erschwert wird. Der theoretischen Beschreibung der PDW-Spektroskopie
liegt die Annahme zugrunde, dass sich die Strahlung in einem unendlich großen System
ausbreitet und dadurch keine Strahlung aus der Probe austritt bzw. auf ihre Begren-
zungen trifft.
Mittels einer Strahlungstransportgleichung wird die ra¨umliche und zeitliche Aus-
breitung von Licht beschrieben. Unter Vernachla¨ssigung von Interferenz- und Polari-
sationseffekten wird eine Transportgleichung der Photonen analog dem Stofftransport
entwickelt. Dabei wird ein Diffusionsansatz zur Beschreibung der zeitlichen A¨nderung
der Photonendichte verwendet. Der hierbei angewandte Diffusionskoeffizient charakte-
risiert Streu- und Absorptionseigenschaften des Mediums. Unter der Annahme, dass
die Photonen ha¨ufig gestreut werden und die Streuzentren zufa¨llig verteilt sind, wird
die Ausbreitung der Photonendichtewelle mittels P1-Na¨herung der Strahlungstrans-
portgleichung beschrieben.
ρAC (r, t) =
C
r
exp (−kI r + i (kΦr − ωt− Φ0)) (3.26)
Dabei ist ρAC – zeitabha¨ngiger Teil der Photonendichte bei großen Absta¨nden zur
Strahlungsquelle und Systemgrenze, r – Abstand zwischen Emissions- und Detektions-
LWL, ω – Kreisfrequenz, Φ0 – frequenzabha¨ngige Phasenverschiebung, kI – Intensita¨ts-
koeffizient, kΦ – Phasenkoeffizient. Der Parameter C ha¨ngt von der Intensita¨t und der
Modulationstiefe der Quelle sowie von den optischen Parametern des Mediums ab. kI
und kΦ sind jeweils vom Absorptionskoeffizienten µa, vom effektiven Streukoeffizienten







































Dabei ist c die Lichtgeschwindigkeit und α entspricht einem Parameter, der den Einfluss
der Absorption auf den optischen Diffusionskoeffizienten beschreibt (in dieser Arbeit:
α = 1/3 ). ρAC kann experimentell anhand der Amplitude IAC , im Folgenden auch als
Intensita¨t bezeichnet, und der Phase Φ charakterisiert werden.
ρAC (r, t, f) = IAC (r, f) cos (Φ (r, f)− ωt) (3.29)
IAC (r, f) =
C (f)
r
exp (−kI (f) r) (3.30)
Φ (r, f) = kΦ (f) r − Φ0 (f) (3.31)
Durch eine nichtlineare Regression der Messgro¨ßen Intensita¨t IAC und Phase Φ, als
Funktion von r und f , werden µa und µ
′
s bestimmt.
Anwendung und Bewertung Der Versuchsaufbau zur Erzeugung und Detektion
von Photonendichtewellen mit dem Ziel, die mittlere Tropfengro¨ße zu bestimmen, ist
in Abb. 3.18 schematisch dargestellt. Fu¨r die Untersuchungen wird monochromati-
sches Licht der Wellenla¨nge 638 nm verwendet. Dessen Erzeugung erfolgte mit einem
intensita¨tsmodulierten Diodenlaser. Dieser ist im Vergleich zu traditionellen Lasern
kostengu¨nstiger, robuster, wartungsfrei und erlaubt eine elektronische Hochfrequenz-
Modulation. Die Laserdiode ist auf einen Laserkopf installiert. Mittels eines Laser-
treibers werden Strom und Temperatur konstant gehalten. Das vom Diodenlaser aus-
gesandte Licht wird mit einer Linse in den Emissions-LWL (optische Glasfaser) ein-
gekoppelt. Mit einem zweiten LWL, dem Detektions-LWL, wird das Licht nach der
Probe auf den Detektor, eine Avalanche Photodiode (APD), geleitet. Emissions- und
Detektions-LWL sind in das zu untersuchende Medium (900ml w/o-Emulsion mit
25Vol.-% Wasserphase) senkrecht eingetaucht und enden auf gleicher Ho¨he (Ha¨lfte der
Reaktorho¨he). Sie sind parallel zueinander angeordnet. Ihr Abstand r variiert wa¨hrend
der Messung zwischen 20 und 40mm. Zur Einstellung unterschiedlicher Absta¨nde zwi-
schen den LWL’s wird ein computergesteuerter Translationsschlitten verwendet, der
den Detektions-LWL schrittweise bewegt. Nach der Detektion des ankommenden Lich-
tes wird die Intensita¨t IAC und die Phase Φ des erhaltenen Signals mit einem Netzwerk-
analysator in Abha¨ngigkeit von der Modulationsfrequenz und dem Abstand zwischen
den LWL’s bestimmt. Es werden 51 verschiedene Modulationsfrequenzen in einem Be-
reich von 0,3 und 1300MHz realisiert. Die hohen Frequenzen ermo¨glichen eine genaue
Bestimmung der Absorptions- und Streueigenschaften.
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Abbildung 3.18: Schematische Darstellung des experimentellen Aufbaus zur Durch-
fu¨hrung der PDW-Spektroskopie [68]
Das vom Emissions-LWL als punktfo¨rmige Lichtquelle in die stark streuende Pro-
be eingekoppelte Laserlicht breitet sich in Form einer Kugelwelle konzentrisch in alle
Raumrichtungen aus (Abb. 3.19, linkes Bild). Das in dieser Arbeit untersuchte Medium
ist in Abb. 3.19, rechtes Bild, abgebildet.
Abbildung 3.19: Linkes Bild: Ausbreitung der Photonendichtewelle als Kugelwelle
im dispersen System [68]; rechtes Bild: untersuchtes Emulsionssystem.
Fu¨r die Auswertung wurden folgende Annahmen getroffen:
1. Der Abstand zwischen Lichtwellenleiter und Gefa¨ßwand bzw. Ru¨hrer ist genu¨gend
groß, so dass keine Laserstrahlung die Systemgrenzen erreicht. Zur Erho¨hung des
Absorptionskoeffizienten µa des betrachteten Systems um einen bestimmten Be-
trag wurde der wa¨ssrigen Phase der Farbstoff Isosulfanblau (Merck, Darmstadt,
D) zugegeben. Damit sollte die Wahrscheinlichkeit verringert werden, dass Strah-
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lung die Systemgrenzen erreicht. Der Farbstoff hat keinen Einfluss auf Emulsion
und Reaktion.11
2. Die Probe ist makroskopisch homogen, d. h., u¨berall in der Probe liegen die glei-
chen optischen Eigenschaften vor.
Aus dem Messsignal, Intensita¨t IAC und Phase Φ, einer PDW-Untersuchung werden
Absorptionskoeffizient µa und Streukoeffizient µ
′
s, wie bereits erla¨utert, berechnet. In
Abb. 3.20 sind die zeitlichen Verla¨ufe beider optischer Koeffizienten am Beispiel einer
Lipasekonzentration dargestellt. Der Absorptionskoeffizient zeigt wa¨hrend des Untersu-
chungszeitraumes keine signifikante A¨nderung. Die geringe Absorption bei λ = 638 nm
wird durch den Phosphatpuffer und die Komponenten der o¨ligen Phase hervorgerufen.
Im Gegensatz dazu ist der effektive Streukoeffizient zeitabha¨ngig und nimmt mit dem
Reaktionsfortschritt ab.
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Abbildung 3.20: Zeitlicher Verlauf des effektiven Streukoeffizienten µ′s und Absorp-
tionskoeffizienten µa am Beispiel einer biokatalytischen Hydrolyse bei der Enzymkon-
zentration von ce0 = 8µg/ml
Der effektive Streukoeffizient µ′s charakterisiert die streuenden Komponenten in
einer Probe und ist dementsprechend abha¨ngig von der Gro¨ße der streuenden Tropfen.
µ′s = f (dtr) (3.32)
11Ein Wiederholungsversuch fu¨r ce0 = 8µg/ml wurde mit dem Farbstoff Isosulfanblau durchgefu¨hrt.
Die Reaktionsgeschwindigkeit war zu jedem Versuchszeitpunkt diesselbe, verglichen mit dem Experi-
ment ohne Farbstoff.
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Es wurden verschiedene Theorien bezu¨glich der Beziehung zwischen Streukoeffizient
und Teilchengro¨ße entwickelt. Sie unterscheiden sich im Gro¨ßenbereich des Teilchen-
durchmessers. Fu¨r die in der hier untersuchten Emulsion relevanten Teilchengro¨ßen12
und den damit verbundenen Streueigenschaften ist die Mie-Theorie zu verwenden [46].
Es sind dabei folgende Annahmen zu treffen:
1. Alle Tropfen sind kugelfo¨rmig und gleich groß.
2. Eine Streuung durch das Enzym und ein gegebenenfalls komplexer Aufbau des
Zweiphasensystems (multiple Emulsion) liegt nicht vor.
Die Streuung wird durch eine o¨rtliche Variation des Brechungsindexes hervorgeru-
fen. Um vom effektiven Streukoeffizienten auf die Teilchengro¨ße schließen zu ko¨nnen,
muss der Brechungsindex der Spezies bei der verwendeten Wellenla¨nge λ bekannt sein.
Aufgrund der Reaktion a¨ndern sich die Brechungsindices der beiden Phasen im Verlauf
der Reaktion. Demzufolge wurde der Brechungsindex fu¨r beide Phasen zu Beginn sowie
am Ende der Reaktion13 mit einem Refraktometer bei λ = 638 nm ermittelt. Unter der
Annahme, dass der Brechungsindex in der jeweiligen Phase linear von der Produkt-
bildung abha¨ngt, wurden die fehlenden Werte zu den entsprechenden Versuchszeiten
durch lineare Interpolation ermittelt. Die A¨nderung des Volumenanteils der dispersen
Phase wurde zudem in Abha¨ngigkeit vom Umsatz berechnet14.
In den durchgefu¨hrten Experimenten nimmt der effektive Streukoeffizient µ′s im
Laufe der Reaktion Werte zwischen 0,10 und 0, 27mm−1 an. Der mittlere Tropfendurch-
messer d¯tr wurde unter Verwendung der Mie-Theorie im relevanten Wertebereich von µ
′
s
unter Beru¨cksichtigung des umsatzabha¨ngigen Volumenanteils der Tropfenphase sowie
den umsatzabha¨ngigen Brechungsindices beider Phasen berechnet. In Abb. 3.21 ist der
funktionale Zusammenhang von µ′s und d¯tr exemplarisch fu¨r t = 0min dargestellt. Fu¨r
jede weitere Messzeit wurde die Abha¨ngigkeit zwischen effektivem Streukoeffizienten






12Mikroskopische Untersuchungen fu¨r identische Reaktionssysteme mit a¨hnlichen Reaktionsbedin-
gungen (verschiedene Ru¨hrerarten) wurden im Vorfeld durchgefu¨hrt [27].
13Reaktionsbeginn: o¨lige (kontinuierliche) Phase = Rapso¨l, wa¨ssrige (disperse) Phase = Phosphat-
puffer und Lipase; Reaktionsende: o¨lige Phase = Rapso¨l und Fettsa¨uren, wa¨ssrige Phase = Phosphat-
puffer, Glycerin und Lipase
14Es wurde ein ideales Verhalten bezu¨glich der Volumena¨nderung angenommen.
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Durch Umformung von Gl. 3.33 ist der mittlere Tropfendurchmesser d¯tr zu jedem Mess-
zeitpunkt aus dem experimentell ermittelten effektiven Streukoeffizienten µ′s wie folgt
abscha¨tzbar:
d¯tr =
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Abbildung 3.21: Mittels Mie-Theorie berechneter effektiver Streukoeffizient µ′s fu¨r
Phosphatpuffertropfen in Rapso¨l bei φp = 25Vol.-% und den Brechungsindices beider
Phasen bei t = 0min.
Die getroffenen Annahmen sind im Kontext zum verwendeten Reaktionssystem wie
folgt zu bewerten:
◦ Homogene Probeneigenschaften
Nach visueller Beurteilung wird die gesamte Phosphatpuffermenge (disperse Pha-
se) mit dem verwendeten Viskopropru¨hrer im gesamten Reaktionsvolumen gleich-
ma¨ßig verteilt. An der Beha¨lterwand sind keine Totzonen erkennbar. Wurde der
Ru¨hrer nach Versuchsende ausgeschaltet, so konnte keine, sich sofort bildende,
Wasserschicht auf dem Reaktorboden beobachtet werden, was auf eine inhomo-
gene Mischung hingewiesen ha¨tte.
◦ Gleich große Tropfen
Im Vorfeld durchgefu¨hrten mikroskopischen Untersuchungen zur Tropfengro¨ßen-
verteilung fu¨r ein identisches Reaktionssystem bei a¨hnlichen Reaktionsbedin-
gungen15 ergaben eine monomodale Tropfenverteilung [27]. Die Annahme gleich
15Anstelle eines Viskopropru¨hrers wurde ein Propellerru¨hrer eingesetzt.
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großer Tropfendurchmesser trifft nicht zu. In dem in dieser Arbeit betrachteten
Anwendungsbereich der PDW-Spektroskopie ist der detektierte Durchmesser von
Tropfenoberfla¨che und -volumen abha¨ngig [68] und somit mit dem Sauterdurch-
messer dtr,32 vergleichbar.
◦ Streuung des Proteins
Untersuchungen zu mo¨glichen Streueigenschaften der verwendeten Lipase aus
Candida rugosa liegen nicht vor.
◦ Multiple Emulsion
Bei mikroskopischen Untersuchungen wurden keine multiplen Emulsionstropfen
beobachtet.
Um die Anwendbarkeit der PDW-Spektroskopie auf die in dieser Arbeit untersuch-
te w/o-Emulsion zu u¨berpru¨fen, wurde ein Experiment bei identischen Reaktionsbe-
dingungen wiederholt, der Sauterdurchmesser dtr,32,M mikroskopisch bei verschiedenen
Reaktionszeiten bestimmt und mit d¯tr,PDWS aus den PDW-Spektroskopie-Messungen
verglichen.
Validierung der PDW-Spektroskopie mittels Mikroskopie Der Vergleich zwi-
schen PDW-Spektroskopie und Mikroskopie wurde fu¨r eine Lipasekonzentration von
2µg/ml vorgenommen. Die mikroskopische Bestimmung der Tropfengro¨ßenverteilung
ist ein diskontinuierliches Verfahren. Die Messung erfolgt oﬄine und ist ein zeitintensi-
ver Prozess. Die Untersuchung wurde mit einem Olympus BX 50 Mikroskop inklusive
Kamera (Olympus, Hamburg, D) bei einer zehnfachen Vergro¨ßerung durchgefu¨hrt. Zu
vier verschiedenen Versuchszeiten wurde jeweils eine Probe an immer derselben Stelle
aus dem Reaktor mittels einer speziell pra¨parierten Pipette16 entnommen. Fu¨r jede Ver-
suchszeit wurde ein Emulsionstropfen auf den Objekttra¨ger pipettiert und mit einem
Deckgla¨schen abgedeckt. Spa¨testens 40 Sekunden nach der Probenentnahme wurden
Bilder der sich im Fokus befindlichen Tropfen aufgenommen. Es wurde darauf geachtet,
dass die Scha¨rfeebene bei allen untersuchten Proben identisch war.
Die erhaltenen Bilder wurden jeweils in 7 x 9 Rechtecke unterteilt. Nach einem
statistischen Grundmuster wurden Rechtecke ausgewa¨hlt (jedes zweite Rechteck waa-
gerecht sowie jedes dritte Rechteck senkrecht) und deren Tropfen mit dem Graphikpro-
gramm Gimp 2.2 manuell markiert. Die Ermittlung der Anzahlverteilung q0 (dˆtr,i) der
16Es wurde eine extra große O¨ffnung an der Pipettenspitze generiert, um eine mo¨gliche Tropfenko-
aleszenz durch die Probennahme zu minimieren.
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markierten Tropfen erfolgte mit dem Bildbearbeitungsprogramm Image Tool 3.0. Fu¨r
eine maßstabsgetreue Bestimmung des Durchmessers wurde das La¨ngenmaß kalibriert.
Image Tool 3.0 ermittelt automatisch Gro¨ße und Ha¨ufigkeit der Tropfendurchmesser
der geladenen Bilder.
Die Anzahlverteilung q0 (dˆtr,i) zum jeweiligen Untersuchungszeitpunkt berechnet
sich nach Gl. 3.35. Die in dieser Arbeit verwendete Intervallgro¨ße ∆dtr,i entspricht
1µm.
q0 (dˆtr,i) =








Aus der q0 (dˆtr,i)-Verteilung wird der Sauterdurchmesser dtr,32,M nach Gln. 3.37 und
3.38 berechnet. Die volumenspezifische Oberfla¨che SV entspricht dem Quotienten aus
der Oberfla¨che aller Tropfen und dem Tropfenvolumen der dispersen Phase. Wenn das
gesamte Volumen der dispersen Phase in gleich große Tropfen eingeteilt und anschlie-
ßend das Volumen aller Tropfen durch die entsprechende Tropfenoberfla¨che geteilt wird,
dann entspra¨che dieser Tropfendurchmesser dem Sauterdurchmesser dtr,32,M . Ein Trop-
fen mit dem Durchmesser dtr,32,M besitzt die gleiche volumenspezifische Oberfla¨che wie
die Gesamtheit aller Tropfen in der Emulsion. Dieser A¨quivalenzdurchmesser verha¨lt



















In Abb. 3.22 sind mittlerer Tropfendurchmesser der PDW-Spektroskopie d¯tr,PDWS
(entspricht na¨herungsweise dtr,32) sowie der Sauterdurchmesser aus der mikroskopi-
schen Untersuchung dtr,32,M fu¨r ce0 = 2µg/ml aufgetragen. Fu¨r die mikroskopische
Untersuchung wurde anstelle eines konkreten Wertes ein Wertebereich angegeben, da
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die betrachtete Tropfenzahl (zwischen 750 und 1500 pro Probennahme)17 fu¨r einen sta-
tistisch stabilen Wert zu gering war. Steigt die betrachtete Tropfenzahl an, so sinkt der
Anteil großer Teilchen und der ermittelte Sauterdurchmesser verringert sich. Werden
alle Tropfen der jeweiligen Stichprobe ausgewertet und ein u¨ber alle vier Versuchs-
zeiten gemittelter Sauterdurchmesser dtr,32,M berechnet, markiert der ermittelte Wert
eine obere Grenze (69µm). Werden alle großen Tropfen u¨ber 70µm von der Auswer-
tung ausgeschlossen (3% der betrachteten Tropfen) ergibt sich fu¨r dtr,32,M ein u¨ber alle
vier Zeiten gemittelter Wert von 37µm.
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Abbildung 3.22: Vergleich der mittleren Tropfengro¨ße wa¨hrend der biokatalytischen
Hydrolyse von Rapso¨l, jeweils gemessen mit der PDW-Spektroskopie und Mikroskopie,
exemplarisch fu¨r eine Lipasekonzentration von ce0 = 2µg/ml.
Die Werte fu¨r dtr,32,M sind in Tab. E.1 (S. 129) in Abha¨ngigkeit vom Probennah-
mezeitpunkt fu¨r beide Auswertevarianten aufgefu¨hrt. Der zeitabha¨ngige Verlauf von
dtr,32,M ha¨ngt von der Gro¨ße der Stichprobe ab. Die in dieser Arbeit betrachtete Trop-
fenzahl ist zu gering, um eine reaktionsspezifische Abha¨ngigkeit des Sauterdurchmessers
feststellen zu ko¨nnen.
Des Weiteren ist darauf hinzuweisen, dass mit dem Mikroskop unter der eingestell-
ten Vergro¨ßerung die detektierbare Tropfengro¨ße auf einen maximalen Wert beschra¨nkt
ist. Dieser Wert wird durch die Apertur des Mikroskops bestimmt. Liegen Teilchen in
der Probe vor, deren Gro¨ße sich oberhalb des Maximalwertes befindet, werden sie bei
der Messung nicht beru¨cksichtigt.
17Die betrachtete Tropfenzahl variiert zu den vier Probennahmezeitpunkten. Aufgrund einer zeitli-




Bei der untersuchten Lipasekonzentration von 2µg/ml ist der mittels PDW-Spek-
troskopie ermittelte Durchmesser um den Faktor 2−3, 5 gro¨ßer als der durch Mikrosko-
pie bestimmte Tropfendurchmesser. Die PDW-Spektroskopie-Untersuchungen wurden
zum ersten Mal auf ein flu¨ssig/flu¨ssig-System mit hoher Teilchenkonzentration ange-
wandt. Es steht zu vermuten, dass aufgrund des hohen Volumenanteils der wa¨ssrigen
Phase der Effekt einer
”
abha¨ngigen Streuung“ auftritt. Dies ist der Fall, wenn die
Absta¨nde zwischen den Tropfen zu gering sind und die Streuung eines Tropfens von
Gro¨ße und Anzahl der Nachbartropfen beeinflusst wird. Das ha¨tte eine Verringerung
des effektiven Streukoeffizienten µ′s zur Folge, die zu scheinbar gro¨ßeren mittleren Trop-
fendurchmessern d¯tr,PDWS fu¨hrt. Experimentelle Fehler fu¨r derart hohe Abweichungen
sind unwahrscheinlich.
Quantitative Aussagen bezu¨glich der Tropfengro¨ßenverteilung auf Basis der PDW-
Spektroskopie bleiben aufgrund des Diskutiertem fraglich. Dennoch ko¨nnen qualitative
Aussagen u¨ber die Entwicklung der mittleren Tropfengro¨ße im Verlauf einer Reaktion
getroffen werden.
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Abbildung 3.23: Reproduzierbarkeit der PDW-Spektroskopie fu¨r die in dieser Arbeit
betrachtete zweiphasige Lipolysereaktion (ce0 = 20µg/ml)
Reproduzierbarkeit der PDW-Spektroskopie-Messung Um die Reproduzier-
barkeit der PDW-Spektroskopie zu u¨berpru¨fen, wurde ein Experiment einmal wieder-
holt. Wie in Abb. 3.23 zu erkennen ist, liefert die verwendete Methode sehr gut repro-
duzierbare Ergebnisse mit geringem Messfehler. Die zu Versuchsbeginn auftretenden
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Schwankungen bei Messung 2 sind durch Inhomogenita¨ten im Zweiphasensystem zu
erkla¨ren.
3.3.4 Versuchsanlage zur Untersuchung der Reaktionskinetik
Der Aufbau der Versuchsanlage zur reaktionskinetischen Charakterisierung der hete-
rogenen Lipolysereaktion ist schematisch in Abb. 3.24 dargestellt. Dabei werden Re-


















Abbildung 3.24: Schematische Darstellung der Versuchsanlage zur Untersuchung der
Reaktionskinetik (P – Pumpe, W1 und W2 – Wa¨rmetauscher 1 und 2)
Die Reaktion findet in einem temperierbaren Ru¨hrkesselreaktor aus Glas (VRK =
1, 5 l) statt. Zu Reaktionsbeginn werden die gesamte Rapso¨lmenge sowie 60% der Phos-
phatpuffermenge im Reaktor vorgelegt. Mit einem Viskopropru¨hrer (vierflu¨gelig) wird
eine Emulsion bei 250min−1 hergestellt. Die Schlauchpumpe P1 fo¨rdert die entste-
hende w/o-Emulsion kontinuierlich im Kreislauf durch die ATR-Messzelle des FTIR-
Spektrometers. Sie ermo¨glicht eine schonende Fo¨rderung der Emulsion. Die Probennah-
me erfolgt dabei aus der Reaktormitte. Es wird angenommen, dass nach fu¨nf Minuten
die Emulsionsbildung abgeschlossen ist und die Emulsion ein stationa¨res Verhalten auf-
weist. Nun werden die beiden Lichtwellenleiter des PDW-Spektrometers positioniert.
Der Abstand beider Lichtwellenleiter zur Reaktorwand und der Ru¨hrerwelle darf dabei
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vorgegebene Werte nicht unterschreiten. Die Lichtwellenleiter bleiben wa¨hrend des ge-
samten Versuches in der Emulsion. Die Temperierung von Reaktor und ATR-Messzelle
u¨bernehmen zwei unabha¨ngige Thermostate (Haake, Karlsruhe, D). Die Temperatur
im Reaktor wurde mit einem Widerstandsthermometer erfasst.
Fu¨r alle Experimente wurden die in Tab. 3.3 aufgefu¨hrten Reaktandenvolumina
und Reaktionsparameter verwendet. Der Reaktionsstart erfolgte durch Zugabe der Li-
paselo¨sung, die durch Lo¨sen einer entsprechenden Menge an Lipasepulver im restlichen
Phosphatpuffervolumen (40%) hergestellt wurde. PDW- und FTIR-Spektroskopie wur-
den zeitgleich gestartet. Die Messdatenerfassung erfolgte fu¨r beide Analysemethoden
in a¨quivalenten Intervallen.
Tabelle 3.3: Reaktionsparameter fu¨r die kinetischen Untersuchungen
Lipasepra¨parat Sigma Lipase VII aus Candida rugosa
Lipasekonzentration ce0 2− 200µg/ml
Rapso¨lvolumen VO¨l 675ml
Volumen 0, 1M Phosphatpuffer Vp 225ml
Temperatur T 35 ◦C








4.1 Charakterisierung der Lipase
4.1.1 Molare Masse und Konzentration
Um das kommerziell erworbene Lipasepulver hinsichtlich der tatsa¨chlich im Pulver
enthaltenen Menge an Biokatalysator sowie dessen molare Masse zu charakterisieren,
wurde eine Gelelektrophorese durchgefu¨hrt. Abb. 4.1 zeigt das Ergebnis. In der linken
Spur (Lipasepulver) ist eine einzige Bande sichtbar, die darauf hindeutet, dass ledig-
lich eine homogene Proteinfraktion, die Lipase, im Pulver enthalten ist. Durch einen
Vergleich der Lipase-Bande mit denen des Proteinmarkers (rechts) kann die molare
Masse zu 60 ± 5 kDa abgescha¨tzt werden. Der Wert stimmt mit der in der Literatur
angegebenen molaren Masse u¨berein [36].
Die Konzentration der im Pulver enthaltenen Lipase kann durch einen Intensita¨ts-
vergleich der charakteristischen Lipase-Bande mit der Bande des Markerproteins (20µg
und 69 kDa) abgescha¨tzt werden. In 2mg Lipasepulver befinden sich demnach ca. 8µg
Protein. Somit entha¨lt die verwendete Lipasepra¨paration 4µgLipase/mgPulver. Neben den
0,4% Lipaseanteil besteht das Lipasepulver aus dem Fu¨llstoff Laktose. Dieser soll eine
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Abbildung 4.1: Ergebnis der SDS-Gelelektrophorese: 2mg Lipasepulver Candida
rugosa (Spur 1); Proteinmarker mit 20µg Protein pro Bande (Spur 2)
4.1.2 Temperatur und pH-Wert
Temperatur und pH-Wert besitzen einen entscheidenden Einfluss auf das Enzymverhal-
ten und die Reaktionskinetik einer biokatalytischen Reaktion [31]. Als Voraussetzung
fu¨r hohe Umsatzgeschwindigkeiten muss zuna¨chst jeweils der Temperatur- und pH-
Wertbereich gefunden werden, fu¨r den die Lipase aus Candida rugosa eine maximale
Aktivita¨t aufweist. Da die Untersuchungen im Hinblick auf eine technische Verwen-
dung betrachtet wurden, sollte die Leistungsfa¨higkeit des Enzyms in Abha¨ngigkeit von
der Reaktions- bzw. Belastungszeit unter den gegebenen Reaktionseinflu¨ssen ermit-
telt werden. Hierfu¨r wurde die Lipolysereaktion in einem definierten Reaktionssystem
(Referenzsystem (I)) bei konstanten Reaktionsbedingungen unter Variation der Tempe-
ratur (20− 50 ◦C) und des pH-Wertes (5, 5− 7 ) durchgefu¨hrt (Abschn. 3.1.2.3, S. 27).
Als Kriterium fu¨r die Bewertung der Lipaseaktivita¨t wurde die Produktionsrate an






4.1 Charakterisierung der Lipase
Zur Darstellung des temperaturabha¨ngigen Verhaltens der Enzymaktivita¨t bietet es









Dabei entspricht PFFS,max(t) der maximal aufgetretenen Produktionsrate innerhalb des
untersuchten Temperatur- bzw. pH-Wertbereiches zur Versuchszeit t.
In Abb. 4.2 (A) und (B) ist der Temperatureinfluss auf die relativen Produktionsra-
ten anhand einzelner Beispiele dargestellt. Sowohl zum Zeitpunkt t = 10min als auch
nach t = 115min steigt die relative Produktionsrate mit zunehmender Temperatur
an. Das Umsatzmaximum liegt u¨ber den gesamten Zeitraum bei 35 ◦C vor. Bei weite-
rer Temperaturzunahme sinkt die relative Produktionsrate wieder ab. Abbildung (B)
zeigt, dass insbesondere die Anfangsreaktionsgeschwindigkeit bei einer Temperatur von
35 ◦C am ho¨chsten ist, wohingegen sich die Produktionsraten im Verlauf der Reakti-
on anna¨hern. Das Ergebnis, dass bei 35 ◦C fu¨r gegebene Reaktionszeiten die ho¨chsten
Umsa¨tze erzielt werden, ist demnach auf die Startphase der Reaktion zuru¨ckzufu¨hren.
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Abbildung 4.2: (A) Temperatureinfluss auf das Umsatz-Zeit-Verhalten sowie (B) die
relativen Fettsa¨ure-Produktionsraten zu verschiedenen Zeitpunkten (bei pH 6,5)
Die mit der Temperatur steigenden relativen Produktionsraten ko¨nnten zum einen
auf einen verbesserten Stofftransport der Reaktanden sowie eine ho¨here Adsorptions-
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wahrscheinlichkeit der Lipase zuru¨ckgefu¨hrt werden. Ferner nimmt mit zunehmender
Temperatur die volumenspezifische Oberfla¨che SV zu. Grund hierfu¨r ist die Verringe-
rung der Tropfengro¨ße durch eine Viskosita¨tsabnahme der O¨lphase und die Absenkung
der Grenzfla¨chenspannung zwischen O¨l- und Wasserphase [19]. Allerdings fu¨hren zu
hohe Temperaturen zu einer irreversiblen Denaturierung der Enzyme, die durch die
thermische Instabilita¨t ihrer Proteinstruktur zu erkla¨ren ist [1, 53, 99]. Der damit ver-
bundene Verlust der Enzymaktivita¨t kann bereits zu Beginn der Reaktion zu geringeren
Produktionsraten fu¨hren.
Die Stabilita¨t der Enzymlo¨sung ist im untersuchten Parameterbereich unabha¨ngig
von der Temperatur. In allen Fa¨llen nimmt die Reaktionsgeschwindigkeit mit der Zeit
bzw. dem Umsatz ab und erreicht fu¨r alle Temperaturen einen a¨hnlichen Wert. Weder
eine besonders hohe noch eine besonders niedrige Temperatur fu¨hrt zu einer sta¨rke-
ren Absenkung der Reaktionsgeschwindigkeit bezogen auf ein definiertes Versuchsende
(Umsatz oder Zeit). Vielmehr ist die gro¨ßte Abnahme der Reaktionsgeschwindigkeit
bei 35 ◦C, d. h. bei der ho¨chsten Anfangsreaktionsgeschwindigkeit, zu verzeichnen. Dies
legt den Schluss nahe, dass die Stabilita¨t der Lo¨sung von der Anzahl der Spaltprozesse
pro Enzym abha¨ngig ist.
Fu¨r die folgenden Untersuchungen wurde als Standardtemperatur 35 ◦C gewa¨hlt,
da in diesem Fall aufgrund der hohen Anfangsreaktionsgeschwindigkeit die ho¨chsten
Umsa¨tze in der ku¨rzesten Zeit realisiert werden ko¨nnen.
Das Aktivita¨tsverhalten der Lipase ist ebenfalls vom pH-Wert1 abha¨ngig. Das pH-
Optimum wurde fu¨r die verwendete Lipase im Temperaturoptimum (nach einer Reak-
tionszeit von 115min) zu pH 6,5 bestimmt (Abb. 4.3 (B)). Eine Verringerung dieses
Wertes um eins bewirkt eine Reduktion der Aktivita¨t um etwa 25%. Eine Erho¨hung
des pH-Wertes auf sieben bewirkt eine Aktivita¨tsabnahme um etwa 27%.
Der pH-Wert der wa¨ssrigen Lo¨sung bestimmt die Nettoladung des Enzyms. Die-
se bestimmt wiederum dessen morphologische Gestalt in der Art, dass der Ladungs-
zustand ionisierbarer Aminosa¨ureketten die Anbindung des Substratmoleku¨ls an das
dreidimensionale aktive Zentrum des Enzyms beeinflusst. Eine andere Erkla¨rung der
pH-Wert-Abha¨ngigkeit der Aktivita¨t ko¨nnte sein, dass das Substrat zwar gebunden
wird, jedoch die chemische Umwandlung entweder behindert oder im Extremfall ganz
unterbunden wird, da die ionischen Gruppen Teil des katalytischen Reaktionsmecha-
1Die Untersuchung des pH-Wertes erfolgte im Rahmen einer vorangegangenen Forschungsarbeit
[76]. Reaktionssystem und -bedingungen (Lipaseorganismus und -menge, Pufferart, Substratverha¨lt-
nis, Ru¨hrerart und -geschwindigkeit) sind mit dem in dieser Arbeit verwendeten Referenzsystem (I)
identisch (Abschn. 3.1.2.3, S. 27).
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Abbildung 4.3: (A) Einfluss von Temperatur (bei pH 6,5) und (B) pH-Wert (bei
T = 35 ◦C; experimentelle Werte gema¨ß [76]) auf die relative Produktionsrate (t =
115min) an Fettsa¨ure bei Reaktionsfortschritten von u¨ber 60%
nismuses sind [55]. In der Regel ist ein mehr oder minder breites und fu¨r jedes Enzym
spezifisches pH-Aktivita¨tsoptimum zu finden. Dieses ist nach Dawson [21] neben der
strukturbildenden Funktion der Nettoladungen auf der Enzymoberfla¨che auch fu¨r die
Ausrichtung einer Lipase an der Substratoberfla¨che verantwortlich.
Der gemessene pH-Wert entspricht dem in der Bulkphase vorherrschenden Wert.
Allerdings unterscheidet sich dieser Wert bei Grenzfla¨chenreaktionen in der Regel von
dem unmittelbar an der Phasengrenzfla¨che vorhandenem Wert [16].
In Abb. 4.3 (A) und (B) sind die optimalen Bedingungen der Lipase aus Candida
rugosa in der w/o-Emulsion fu¨r Temperatur und pH-Wert zusammengefasst. In einem
U¨bersichtsartikel von Malcata et al. [56] wurden die pH-Werte und Temperaturen ver-
schiedener Forschungsarbeiten fu¨r die gelo¨ste, nicht an Tra¨gerstoffen adsorbierte Lipase
aus Candida rugosa zu 6− 8 bzw. 30− 40 ◦C angegeben. Die Werte stimmen gut mit
den Ergebnissen fu¨r das hier betrachtete System u¨berein.
4.1.3 Ru¨hrergeschwindigkeit
Der Einfluss der Ru¨hrergeschwindigkeit auf das Umsatz-Zeit-Verhalten wurde im Refe-
renzsystem (I) (Abschn. 3.1.2.3, S. 27) untersucht.2 Es konnte beobachtet werden, dass
mit zunehmender Ru¨hrergeschwindigkeit die Umsatzraten ansteigen (Abb. 4.4). Die
2Zum Untersuchungszeitpunkt stand jedoch keine kontinuierliche Methode zur Bestimmung von
Tropfengro¨ßen in w/o-Emulsionen mit Tropfenkonzentrationen gro¨ßer 15% zur Verfu¨gung.
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Abbildung 4.4: Zeitabha¨ngiges Umsatzverhalten in Abha¨ngigkeit von der Ru¨hrerge-
schwindigkeit (Volumenverha¨ltnis γw/o = 1 , ce0 = 24µg/ml)
Tropfengro¨ße der Emulsion wird neben den chemisch-physikalischen Eigenschaften der
Reaktanden und Produkte hauptsa¨chlich durch die Ru¨hrergeschwindigkeit bestimmt
(vgl. Abschn. 2.2, S. 18). Al-Zuhair et al. [1] ermittelten bei der Lipase-katalysierten
Hydrolyse in einer o/w-Emulsion (ohne Lo¨sungsmittel) eine stetige Zunahme der spe-
zifischen Phasengrenzfla¨che mit steigender Ru¨hrergeschwindigkeit. Der Effekt ist dabei
auf eine maximale Ru¨hrergeschwindigkeit begrenzt, ab der ein weiterer Energieeintrag
nicht mehr zu einer weiteren Erho¨hung der Phasengrenzfla¨che fu¨hrt. Die Tropfen ließen
sich offenbar unter den gegebenen experimentellen Bedingungen nicht weiter zerklei-
nern. Wie bereits diskutiert, bestimmt die Gro¨ße der Phasengrenzfla¨che die Anzahl
adsorbierter Lipasemoleku¨le. Vergro¨ßert sich die Phasengrenzfla¨che, ko¨nnen bei aus-
reichender Anzahl an Enzymmoleku¨len im Tropfenbulk mehr Moleku¨le durch Kontakt
mit der o/w-Grenzfla¨che aktiviert und so mehr O¨lmoleku¨le umgesetzt werden. Die
Umsetzungsgeschwindigkeit erho¨ht sich erwartungsgema¨ß mit zunehmender Gro¨ße der
Grenzfla¨che [1, 2, 89]. Der von Al-Zuhair et al. [1] beschriebene Einfluss der Ru¨hrer-
geschwindigkeit besta¨tigt sich auch fu¨r das in dieser Arbeit verwendete Reaktions-
system. Es kann allerdings keine lineare Abha¨ngigkeit der Reaktionsgeschwindigkeit
von der Ru¨hrergeschwindigkeit festgestellt werden. Vielmehr sind zwei unterschiedli-
che Zusta¨nde zu beobachten. So wurden bei 300−900min−1 wesentlich ho¨here Umsa¨tze
als bei 200− 250min−1 erfasst. Zwischen 250− 300min−1 kommt es demnach zu einer
sprunghaften Zunahme der Grenzfla¨che, die auf einen Wechsel im hydrodynamischen
Regime hindeutet. Der fu¨r dieses Referenzsystem ermittelte Umschlagspunkt kann je-
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doch nicht ohne Weiteres auf andere Versuchsaufbauten u¨bertragen werden, da die
Hydrodynamik des Systems stark von weiteren Parametern, wie z. B. Gefa¨ßabmessun-
gen und Ru¨hrwerksgestalt, abha¨ngig ist.
4.1.4 Substratverha¨ltnis
Zu Beginn der Reaktion wird die Phasengrenzfla¨che durch O¨lmoleku¨le und Moleku¨le
aus der wa¨ssrigen Phase gebildet. Eine Beeinflussung durch Partialglyceride oder Fett-
sa¨uren entfa¨llt. Fu¨r die Anfangsreaktionsgeschwindigkeit r˜0 kommt es daher auf die
zur Verfu¨gung stehende Grenzfla¨che und deren Belegung mit Lipase an.
Der Einfluss von drei unterschiedlichen Substratverha¨ltnissen auf die Anfangsreak-
tionsgeschwindigkeit wurde im Referenzsystem (II) (Abschn. 3.1.2.3, S. 27) unter Va-
riation der Lipasekonzentration untersucht. Das Reaktionsvolumen und die Ru¨hrerge-
schwindigkeit blieben fu¨r die Untersuchungen konstant. In allen Fa¨llen handelte es sich
um eine w/o-Emulsion, die wa¨hrend der Reaktion als solche bestehen blieb. Die Bewer-
tung erfolgte anhand der volumenbezogenen Anfangsreaktionsgeschwindigkeit r˜0. Der
Reaktionsfortschritt wurde durch die IR-Spektroskopie alle 50 Sekunden erfasst und
der Umsatz nach Gl. 3.24 ermittelt. Die Anfangsreaktionsgeschwindigkeit r˜0 berechnet





Direkt nach dem Start der Reaktion nimmt die Produktionsgeschwindigkeit an
Fettsa¨uren zuna¨chst zu, erreicht einen Maximalwert und nimmt im weiteren Verlauf
der Reaktion wieder stetig ab. Die Phase vom Versuchsbeginn bis zum Erreichen der
maximalen Umsetzungsgeschwindigkeit, die lediglich wenige Minuten betra¨gt, wird
als Induktionsphase bezeichnet. Innerhalb dieser Phase werden die Enzyme an der
Grenzfla¨che adsorbiert und besitzen ihre maximale Aktivita¨t. Eine detailliertere zeit-
liche Auflo¨sung der Vorga¨nge innerhalb dieser Phase war mit den gegebenen Mitteln
nicht mo¨glich. Als Anfangsreaktionsgeschwindigkeit r˜0 wird die maximale Reaktions-
geschwindigkeit am Ende der Induktionsphase definiert.
Alle drei verwendeten Substratverha¨ltnisse zeigen ein nahezu identisches Verhalten
(Abb. 4.5). Bei ho¨heren Lipasemengen nimmt die Streuung etwas zu, wobei allerdings
keine systematische Abha¨ngigkeit der Messergebnisse vom Versuchsparameter zu erken-
nen ist. Es wird daher angenommen, dass die r˜0-Werte aller drei Substratverha¨ltnisse
fu¨r die jeweilige Lipasemenge um denselben Mittelwert streuen. Es bestand zuna¨chst die
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Vermutung, dass sich die Phasengrenzfla¨che durch Zunahme des w/o-Volumenverha¨lt-
nisses γw/o vergro¨ßert. Dies ist hier aber offensichtlich nicht der Fall. Durch die einge-
stellten Reaktionsparameter scheinen die vorherrschenden physikalischen Eigenschaften
des Reaktionsystems eine weitere Vergro¨ßerung der Phasengrenzfla¨che zu unterdru¨cken.
Das Reaktionssystem ist demnach stabil gegenu¨ber Schwankungen in den Volumen-
verha¨ltnissen der beiden Phasen.
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Abbildung 4.5: Volumenbezogene Anfangsreaktionsgeschwindigkeit r˜0 in Abha¨ngig-
keit von der Enzymmasseme0 fu¨r verschiedene Volumenverha¨ltnisse von wa¨ssriger und
o¨liger Phase γw/o: Kreis =̂ 0,23; Quadrat =̂ 0,33; Dreieck =̂ 0,45 (Kreis und Dreieck:
experimentelle Daten gema¨ß [49]; Anpassungskurve: Gl. 4.4)
Zwischen Anfangsreaktionsgeschwindigkeit r˜0 und verwendeter Enzymmasse me0
besteht bis me0 = 0, 5mg eine lineare Abha¨ngigkeit. Mit steigender Lipasemenge wei-
chen die r˜0-Werte von dieser linearen Beziehung nach unten ab. Der funktionale Zu-
sammenhang zwischen r˜0 und me0 kann durch folgende Sa¨ttigungsfunktion hinreichend





mit den Parametern k1 = 91, 174mmol (l min)
−1 und k2 = 0, 288 (gLipase)
−1. Fu¨r hohe
Lipasemassen strebt der Kurvenverlauf gegen den Grenzwert 91, 2mmol (l min)−1.
Es wird vermutet, dass die Grenzfla¨che mit steigender Biokatalysatormenge in der
Pufferphase zunehmend mit Lipase bedeckt ist. Da mit steigendem Belegungsgrad der
angebotene Platz auf der Grenzfla¨che abnimmt, wird es fu¨r Lipasemoleku¨le aus dem
Tropfenbulk immer schwieriger an der Grenzfla¨che zu adsorbieren. Infolge der zuneh-
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menden Konkurrenz wird die Adsorption erschwert. Die Grenzfla¨che gilt als mit Lipase
gesa¨ttigt, wenn der Grenzwert erreicht ist und sich die Anfangsreaktionsgeschwindig-
keit trotz steigender Lipasemenge nicht weiter erho¨ht. Fu¨r diesen Fall entspricht k1
der Konstante der Umsetzungsgeschwindigkeit des Rapso¨ls an einem aktiven Zentrum,
vorausgesetzt alle aktiven Zentren weisen die gleiche Aktivita¨t auf. k2 entspricht der
Konstante der globalen Adsorptions-/Desorptionskinetik an der Phasengrenzfla¨che und
stellt somit ein Maß fu¨r die Sa¨ttigung bzw. fu¨r die mo¨gliche Behinderung der Lipase-
moleku¨le an der Grenzfla¨che dar.
4.1.5 Lipaseaktivita¨t
4.1.5.1 Lipaseaktivita¨t in geru¨hrter Lo¨sung
Zur Erzeugung einer Emulsion wurden Rapso¨l und Phosphatpuffer unter Verwendung
eines bestimmten Ru¨hrertyps zur Herstellung einer mo¨glichst großen Phasengrenzfla¨che
miteinander vermischt. Dabei wird vermutet, dass die beim Ru¨hrprozess auftretenden
Scherkra¨fte die Lipaseaktivita¨t beeinflussen. Um die Wirkung von Scherkra¨ften auf
die Enzymaktivita¨t zu untersuchen, wurden mehrere Lipaselo¨sungen zu 900ml mit
einem vierflu¨geligen Viskopropru¨hrer unter Variation der Ru¨hrergeschwindigkeit her-
gestellt (Abschn. 3.1.2.2, S. 26). Die Lipasekonzentration blieb fu¨r alle Lo¨sungen kon-
stant (ce0 = 2µg/ml). Wa¨hrend des Experimentes wurden dem temperierten Reaktor
(T = 35 ◦C) zu definierten Zeiten Proben entnommen und die Aktivita¨t des darin be-
findlichen Enzyms ermittelt. Zur Bewertung des zeitabha¨ngigen Aktivita¨tsverhaltens
wurde die relative Aktivita¨t a/a0 verwendet, wobei a0 dem spezifischen Aktivita¨tswert
der gelo¨sten Lipase zu Beginn des Experimentes entspricht.
Wie in Abb. 4.6 zu sehen ist, sinkt die relative Aktivita¨t in Abha¨ngigkeit der Zeit
und der Scherrate3. Dabei sind drei Phasen erkennbar. In Phase 1 nimmt die relative
Aktivita¨t bis zum Erreichen eines konstanten Wertes nichtlinear ab. In Phase 2 bleibt
a/a0 konstant, um anschließend in Phase 3 weiter linear abzusinken. Vermutlich wird
die Lipase durch die Wirkung von Scherkra¨ften denaturiert, d. h. die Tertia¨rstruktur
wird zersto¨rt und fu¨hrt zur Aufhebung der Aktivita¨t des Enzyms.
Eine zeitabha¨ngige Beeintra¨chtigung der Proteinstruktur kann neben der Wirkung
von Scherkra¨ften auch durch Faktoren wie Temperatur und Lipase-Agglomeration er-
3Die Scherrate (in unmittelbarer Na¨he des Ru¨hrers) ist linear von der Ru¨hrergeschwindigkeit
abha¨ngig [20].
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Abbildung 4.6: Relative Aktivita¨t gelo¨ster Lipase bei verschiedenen Ru¨hrergeschwin-
digkeiten
folgen. Dabei ist im Fall der Agglomeration die Kollisionswahrscheinlichkeit der Lipa-
semoleku¨le sicherlich eine Funktion der Ru¨hrergeschwindigkeit.
Lee und Choo [52] beobachteten ebenfalls eine Abha¨ngigkeit der Denaturierungs-
geschwindigkeit der Lipase aus Candida rugosa von der Scherrate (Phase 1) sowie eine
zeitlich konstante Aktivita¨t bei fortgeschrittener Belastungsdauer (Phase 2). Lee und
Choo erkla¨rten den Abfall der Lipaseaktivita¨t u. a. durch den Lipasekontakt mit der
hydrophoben Grenzfla¨che von
”
eingezogenen“ Luftblasen. Wurde der Kontakt zwischen
Lipaselo¨sung und Luftschicht durch das Auffu¨llen bis zum Fu¨llstandslimit verhindert,
so sank die Aktivita¨t nur um 3% ab.
Der lineare Abfall nach u¨ber 40 h Beobachtungszeit (Phase 3) ko¨nnte durch einen
Lipaseabbau aufgrund von Mikroorganismen erkla¨rt werden, welche mikroskopisch be-
obachtet wurden [38].
4.1.5.2 Lipaseaktivita¨t wa¨hrend der Lipolyse (Emulsion)
Zur Bestimmung der Lipaseaktivita¨t in einer w/o-Emulsion (V = 900ml, γw/o = 0, 33 )
wurden zu bestimmten Versuchszeitpunkten Emulsionsproben aus dem Reaktor ent-
nommen, die Phasen getrennt und die spezifische Aktivita¨t der Lipaselo¨sung bestimmt
(Abschn. 3.1.2.2, S. 26).
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Der Verlauf der relativen Enzymaktivita¨t4 in einer geru¨hrten Lipaselo¨sung und in
einem geru¨hrten Zweiphasensystem ist in Abb. 4.7 fu¨r ce0 = 2µg/ml dargestellt. Dabei
sind Ru¨hrertyp (Viskopropru¨hrer) und -geschwindigkeit (nR = 250min
−1) identisch.
Die Kurvenform der Aktivita¨tsverla¨ufe ist fu¨r beide Systeme a¨hnlich. Die Lipase-
aktivita¨t im Emulsionssystem fa¨llt um nahezu 50% und in der Lipaselo¨sung um ca.
20% ab. Werden in der Lipaselo¨sung mehr als 20 Stunden beno¨tigt, stellt sich in der
Emulsion dagegen der Gleichgewichtszustand bereits nach vier Stunden ein.
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Abbildung 4.7: Zeitlicher Verlauf der relativen Aktivita¨t fu¨r die gelo¨ste Lipase (ein-
phasig, keine Reaktion) und fu¨r Lipase, die aus dem Zweiphasensystem zuru¨ckgewon-
nen wurde (ce0 jeweils 2µg/ml)
Die mo¨glichen Ursachen fu¨r die ho¨here Denaturierungsgeschwindigkeit im Zwei-
phasensystem ko¨nnte zum einen die Lipasedenaturierung durch die Reaktionsprodukte
sein, Goto et al. [35] ermittelten eine inhibierende Wirkung durch das Reaktionsprodukt
Fettsa¨ure. Zum anderen ko¨nnte der Lipasekontakt mit der hydrophoben Phasengrenz-
fla¨che zu vera¨nderten Katalyseeigenschaften fu¨hren. Der Kontakt von Proteinen mit
O¨l/Wasser-Grenzfla¨chen bewirkt eine A¨nderung ihrer Proteinstruktur, dies wird unter
anderem auf die Wirkung der Grenzfla¨chenspannung zuru¨ckgefu¨hrt [57]. Brockerhoff
[14] ermittelte eine erhebliche Deaktivierung einer Pankreaslipase durch ihre Anlage-
rung an einer stark hydrophoben Grenzfla¨che. Stahmann et al. [86] beobachteten zudem
4Mit der spezifischen Anfangsaktivita¨t a0 zu Reaktionsbeginn wird bei diesen Experimenten die
spezifische Aktivita¨t jener Lipase verstanden, die bereits Kontakt mit der Phasengrenzfla¨che hatte.
Nach Zugabe der Lipaselo¨sung zum O¨l wird, nach Beendigung der Induktionsphase, eine Emulsions-
probe genommen und die spezifische Aktivita¨t a0 gemessen.
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eine maßgebliche Deaktivierung der Lipase aus Ashbya gossypii nach dem Kontakt mit
hydrophoben Grenzfla¨chen wie O¨l- bzw. Fettsa¨uretropfen und Gasblasen.
Emulsion und Lipaselo¨sung unterscheiden sich in ihrer Viskosita¨t. Lee und Choo
[52] fanden heraus, dass trotz A¨nderung der Viskosita¨t der Lipaselo¨sung (Lipase aus
Candida rugosa) die Denaturierungsrate konstant blieb. Wu¨rde dies in dem hier be-
trachteten Fall (Vergleich von Lipaselo¨sung und Emulsion) ebenfalls zutreffen, und
somit die Wirkung der Scherkra¨fte in der Emulsion, trotz vera¨nderter Viskosita¨t, den
gleichen Effekt auf die Denaturierungsrate wie in der Lipaselo¨sung hat, so wa¨re den
Effekten der Fettsa¨ureinhibierung und der mo¨glichen Deaktivierung durch hydropho-
be Grenzfla¨chen eine wesentlich gro¨ßere Bedeutung zuzuweisen als der Wirkung von
Scherkra¨ften.
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Abbildung 4.8: Lipaseaktivita¨t wa¨hrend der Lipolysereaktion im Emulsionsreaktor
fu¨r verschiedene Enzymkonzentrationen in Abha¨ngigkeit von der (A) Zeit und vom
(B) Umsatz
In Abb. 4.8 (A) ist der zeitliche Verlauf der relativen Aktivita¨t fu¨r drei Lipase-
konzentrationen dargestellt. Der Kurvenverlauf ist mit den zuvor diskutierten Fa¨llen
vergleichbar. Die Denaturierungsraten sind fu¨r alle drei Konzentrationen a¨hnlich, wo-
bei sie fu¨r ce0 = 4 und 8µg/ml praktisch identisch sind. Fu¨r ce0 = 2µg/ml sinkt die
relative Aktivita¨t auf 43% ab. Fu¨r die beiden ho¨heren Enzymkonzentrationen sinkt
die relative Aktivita¨t im Untersuchungszeitraum um den gleichen Wert auf ca. 20%
ab. Der zunehmende Abfall der Aktivita¨t mit steigender Lipasemenge ko¨nnte durch
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eine erho¨hte Lipasekonzentration an der Grenzfla¨che und der daraus resultierenden
gegenseitigen Beeinflussung der Lipasemoleku¨le untereinander erkla¨rt werden. Zudem
ko¨nnte es auch schon im Tropfenbulk vor Adsorption an der Grenzfla¨che zur Bildung
von Proteinaggregaten kommen. Die Halbwertszeiten5 t1/2 der untersuchten Lipasekon-
zentrationen sind in Tab. 4.1 aufgefu¨hrt.






Der auffa¨llig hohe Analysenfehler ist vermutlich dem zusa¨tzlich beno¨tigten Zen-
trifugenschritt zur Trennung von Phosphatpuffer- und O¨lphase vor dem Aktivita¨ts-
test geschuldet. Eventuell bleibt die Lipase wa¨hrend des Trennschrittes an der o/w-
Grenzfla¨che haften. Ist die Menge der an der Grenzfla¨che verweilenden Lipasemoleku¨le
von Analyse zu Analyse unterschiedlich, so finden sich auch verschiedene Lipasekon-
zentrationen in der abgetrennten Lipaselo¨sung wieder.
In Abb. 4.8 (B) ist das Verhalten der relativen Aktivita¨t in Abha¨ngigkeit des Um-
satzes abgebildet. Wegen des hohen Analysenfehlers ist die Tendenz der Werte der
jeweiligen Lipasekonzentration nicht signifikant, weshalb lediglich ein Bereich markiert
wurde. Mit steigendem Umsatz nimmt die relative Aktivita¨t aller Lipasekonzentratio-
nen nichtlinear ab. Tendenziell ist das Absinken von a/a0 fu¨r ce0 = 2µg/ml geringer
als bei ho¨heren Konzentrationen.
Die Lipase-deaktivierenden Effekte lassen sich folgendermaßen zusammenfassen:
a (t, ce0, X) =

f (t)→ Scherkra¨fte, Lipaseadsorption an der o/w-Grenzfla¨che
f (t, ce0)→ Aggregatbildung der Lipase
f (X)→ Lipaseinhibierung
Die zeitliche Reduzierung der Lipaseaktivita¨t wird demnach durch die Einflussgro¨ßen




= f (ce0, X) (4.5)
5Die Zeit, bei der die Lipaseaktivita¨t unter den gegebenen Einsatzbedingungen um die Ha¨lfte
absinkt.
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Von einer separaten Untersuchung des Effektes der Fettsa¨ureinhibierung, z. B. durch
Messung und Analyse von Fettsa¨ure- und Rapso¨lgemischen, wurde abgesehen, da die
verschiedenen, in dieser Arbeit dargestellten, Deaktivierungseffekte nicht voneinander
zu trennen sind und die Ergebnisse daher fraglich wa¨ren.
4.1.5.3 Gelo¨ste und an o/w-Grenzfla¨che adsorbierte Lipase
In Tab. 4.2 sind die spezifischen Anfangsaktivita¨ten a0 der Lipase dargestellt, die jeweils
im Phosphatpuffer gelo¨st bzw. an der O¨lgrenzfla¨che adsorbiert (Emulsion) vorliegt.
Auffa¨llig sind dabei die ho¨heren Fehler bei der Bewertung der spezifischen Aktivita¨t
Tabelle 4.2: Vergleich der spezifischen Aktivita¨t von in Phosphat-
puffer gelo¨ster und an der o/w-Grenzfla¨che adsorbierter Lipase aus
Candida rugosa
Lipase (Lo¨sung) Lipase (Emulsion)
ce0 spez. Aktivita¨t a0 spez. Aktivita¨t a0 Aktivita¨tsverlust
µg/ml U/mgLipase U/mgLipase %
2 2511a ± 0,4% 370a ± 22% 85
4 2148a ± 6% 637a ± 31% 70
8 2029b± 6% 418b± 35% 79
a Mittelwert aus zwei Messungen
b Mittelwert aus drei Messungen
von in Emulsion adsorbierter Lipase, die auf den zusa¨tzlichen Analyseschritt
”
Zentri-
fugentrennung“, wie im vorangegangenen Abschnitt erla¨utert, zuru¨ckgefu¨hrt werden.
Die Unterschiede in den spezifischen Aktivita¨ten a0 beider Untersuchungssysteme sind
mit u¨ber 70% erheblich. Dafu¨r sind folgende Ursachen mo¨glich:
◦ Beiden Lipasefraktionen ist gemein, dass sie wa¨hrend der Pra¨parationszeit, al-
so der Herstellung der Lipaselo¨sung (fu¨r beide Systeme), in der Lo¨sung durch
Aggregation an spezifischer Aktivita¨t verlieren.
◦ Bei der Lipase im Emulsionssystem kommt eine zusa¨tzliche Beanspruchung durch
den Zentrifugenschritt hinzu. Experimentell wurde eine Aktivita¨tsabnahme von
7% durch die Zentrifuge festgestellt (Abschn. 3.1.2.2, S. 26).
◦ Zudem hatte die Lipase in der Emulsion Kontakt mit der hydrophoben Grenz-





In Folgenden werden die Ergebnisse von kinetischen Untersuchungen der Lipase-kata-
lysierten Hydrolyse in zwei verschiedenen Reaktionssystemen vorgestellt:
1. Phosphatpuffer-Einzeltropfen ha¨ngend in o¨liger Phase
2. w/o-Emulsion mit einem Volumenverha¨ltnis von γw/o = 0, 33
4.2.1 Einzeltropfen
Die Lipase sowie die Hydrolyseprodukte (Fettsa¨ure und Partialglyceride) sind amphi-
phile Moleku¨le, die an der Grenzfla¨che hydrophiler und lipophiler Phase adsorbieren
und dadurch einen elastischen Film an der Grenzfla¨che aufbauen [80]. Die Vera¨nde-
rung der stoﬄichen Zusammensetzung an der Grenzfla¨che bewirkt eine A¨nderung
der Grenzfla¨chenspannung σ zwischen wa¨ssriger und o¨liger Phase. Ziel der Untersu-
chung ist die Charakterisierung der Vorga¨nge an der Phasengrenzfla¨che wa¨hrend der
Lipase-katalysierten Hydrolyse von Rapso¨l durch eine Messung der Grenzfla¨chenspan-
nung. Bislang wurden die bei der Lipolyse auftretenden Pha¨nomene an der Grenz-
fla¨che hauptsa¨chlich anhand eines stehenden O¨ltropfens in wa¨ssriger Phase untersucht
[29, 51, 63]. In dieser Arbeit wird der inverse Fall, ein Phosphatpuffertropfen in einer
o¨ligen Phase, betrachtet.
Der qualitative und quantitative Einfluss einzelner grenzfla¨chenaktiver Spezies ist
im Abschnitt
”
Einzelkomponenten-Sorption“ (4.2.1.1) erla¨utert, der kombinierte Ein-
fluss an der Grenzfla¨che adsorbierender Spezies wird im Abschnitt
”
Mehrkomponenten-
Sorption“ (4.2.1.2) dargelegt.6 Die Versuchsdurchfu¨hrung ist in Abschn. 3.2.2 (S. 33)
beschrieben. Die unternommenen Experimente wurden bei 35 ◦C durchgefu¨hrt.
4.2.1.1 Einzelkomponenten-Sorption
Dynamische Ausbildung des Tropfenprofils Nach dem Einha¨ngen des Tropfens
in die kontinuierliche Phase ist das Verhalten der Grenzfla¨chenspannung σ in drei
Phasen unterteilbar [11]. Abb. 4.9 zeigt dies beispielhaft fu¨r einen Wassertropfen in O¨l.
1. In Phase I nimmt innerhalb der ersten Minute die Anfangsgrenzfla¨chenspannung
σ0 nur in geringem Maße ab. O¨l- bzw. Wassermoleku¨le, die sich in unmittelbarer
6Die Einzelkomponenten-Sorption erfolgte mit dem Tensiometer DSA 10 (Kru¨ss, Hamburg, D).
Die Mehrkomponenten-Sorption wurde mit einem eigens am Lehrstuhl aufgebauten Versuchsstand
durchgefu¨hrt [25].
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Abbildung 4.9: Zeitlicher Verlauf der Grenzfla¨chenspannung am Beispiel eines 12µl
Tropfens aus entionisiertem Wasser, aufgehangen in 2ml Rapso¨l (Anpassungskurve:
Gl. 4.6)
Na¨he der Grenzfla¨che zwischen den beiden Phasen befinden, ordnen sich spontan
in zwei gegenu¨berliegenden Grenzschichten an. σ0 ist abha¨ngig von der statis-
tischen Verteilung sowie der Konzentration der Substratmoleku¨le in den beiden
Phasen.
2. Nach Abschluss der Phasengrenzfla¨chenbildung durch eine erste Moleku¨lschicht
erfolgt in Phase II eine stetige Absenkung der Grenzfla¨chenspannung σ. Dies wird
zum einen durch den weiteren Aufbau der Grenzschicht durch Moleku¨le erkla¨rt,
die sich in unmittelbarer Na¨he der Phasengrenzfla¨che befinden. Zum anderen
kommt es dadurch zu einer Erho¨hung der Schichtdicke und Reorganisation der
bestehenden Grenzschichten.
3. Mit Phase III erreicht die Grenzfla¨chenspannung den zeitlich konstanten Wert σ∗
(Gleichgewicht). Die Bildung der Phasengrenzfla¨che inklusive dem Aufbau der
beiden Grenzschichten ist mit Phase III abgeschlossen.
Der zeitliche Verlauf der Gleichgewichtseinstellung la¨sst sich mittels folgender empiri-
scher Modellgleichung in guter Na¨herung wiedergeben,
σ =





wobei a, b und c Modellparameter sind und dabei b dem reziproken Wert von σ0 ent-
spricht. Fu¨r t→∞ berechnet sich aus dem Quotienten a/c der Gleichgewichtswert σ∗.
Der zeitliche Verlauf zur Einstellung einer stabilen Grenzfla¨chenspannung ist stoff-
spezifisch. Bei der Hydrolysereaktion sind mehrere grenzfla¨chenaktive Spezies beteiligt.
Dabei liegt die Lipase bereits zu Reaktionsbeginn vor, wa¨hrend die grenzfla¨chenaktiven
Hydrolyseprodukte erst im Verlauf der Reaktion entstehen. Daraus ergibt sich die Not-
wendigkeit, die Grenzfla¨chenspannung der an der Reaktion beteiligten Spezies getrennt
zu untersuchen, um so die Einflu¨sse der einzelnen Substanzen qualitativ unterscheiden
und beurteilen zu ko¨nnen.
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Lipase in entionisiertem Wasser (4 µg/ml)
Lipase in 0,1 M Phosphatpuffer (4 µg/ml, pH 6,5)   







Rapsöl Rapsöl / FFS (XRapsöl = 50%)




Abbildung 4.10: Ein Tropfen bestehend aus entionisiertem Wasser (Kreis), 0, 1M
Phosphatpuffer (Quadrat), 4µg/ml Lipase in entionisiertem Wasser (Raute) oder
4µg/ml Lipase in 0, 1M Phosphatpuffer (Dreieck) wird entweder in (A) Rapso¨l oder
in (B) einem Gemisch aus Rapso¨l und Spaltfettsa¨ure (X = 50%) aufgehangen (An-
passungskurven: Gl. 4.6, außer gefu¨llte Kreise und ungefu¨llte Rechtecke in (B)).
Untersuchung des Einflusses einzelner Reaktanden In Abb. 4.10 sind die Er-
gebnisse der Untersuchungen zweier kontinuierlicher Phasen gegenu¨bergestellt: (A)
Rapso¨l und (B) Rapso¨l/Fettsa¨ure-Gemisch (X = 50%). Wird Rapso¨l als kontinu-
ierliche Phase verwendet, so zeigen alle Experimente das typische zeitlich dreiphasige
Verhalten zur Einstellung des Gleichgewichtes. Verglichen mit entionisiertem Wasser
hat der Phosphatpuffer einen ho¨heren Einfluss auf das Sinken der Grenzfla¨chenspan-
nung in Phase II. Die Anwesenheit von Lipase in der wa¨ssrigen Phase fu¨hrt zu einer
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weiteren Absenkung der Grenzfla¨chenspannung. Werden beide wa¨ssrigen Phasen (mit
bzw. ohne Lipase) miteinander verglichen, so sind die Unterschiede in σ0 und σ
∗ der
Wirkung der Puffersalze zuzuschreiben. Der Effekt der Puffersalze ist nicht additiv.
Insgesamt la¨sst sich feststellen, dass der Einfluss der Lipase gegenu¨ber dem Puffer
deutlich u¨berwiegt. Die Beobachtung der Gleichgewichtseinstellung war nicht fu¨r alle
Untersuchungen experimentell zuga¨nglich, da es in vielen Fa¨llen zu einem vorzeitigen
Abriss des Tropfens kam (vgl. Abschn. 3.2.2, S. 30). Mit Gl. 4.6 konnte der Verlauf der
Grenzfla¨chenspannung bis zum Erreichen des Gleichgewichtes nachvollzogen werden
(Abb. 4.9). Nach Tropfenabriss wurde daher der tendenzielle Verlauf bis zur Gleichge-
wichtseinstellung mittels Gl. 4.6 hypothetisch nachvollzogen.
Die Affinita¨t der Lipase zur Grenzfla¨chenadsorption ist durch ihren strukturellen
Aufbau zu erkla¨ren. Die Lipaseoberfla¨che weist einen hydrophoben und einen deutlich
gro¨ßeren hydrophilen Bereich auf [36]. Der amphiphile Charakter der Lipase erlaubt
die Anlagerung zwischen beiden Grenzschichten. Nach der Adsorption der Lipase an
der Phasengrenzfla¨che kommt es durch A¨nderung der Proteinstruktur zur Aktivierung
der Lipase [23], die Voraussetzung fu¨r die biokatalytische Funktion ist.
Absenkung der Grenzfla¨chenspannung durch Fettsa¨uren Beim Vergleich
der beiden kontinuierlichen Phasen ist festzustellen, dass die Grenzfla¨chenspannung
bei allen untersuchten Substanzen in Anwesenheit von Fettsa¨ure deutlich niedriger ist
(Abb. 4.10 (B)). Bei entionisiertem Wasser und Phosphatpuffer stellt sich das thermo-
dynamische Gleichgewicht sofort nach dem Einha¨ngen des jeweiligen Tropfens ein. Die
Bildung und die Organisation der o/w-Phasengrenzschicht scheint sich demnach sofort
nach der Tropfeninduktion einzustellen. Grund dafu¨r ist, dass die verwendete Fettsa¨ure-
menge in der o¨ligen Phase im dreifachen U¨berschuss gegenu¨ber dem Rapso¨l vorliegt,
was zu einem schnellen Abschluss der Grenzschichtbildung fu¨hrt. Wird eine durch-
schnittliche Adsorptionsfla¨che der Fettsa¨ure von 30 A˚
2
angenommen [58], so entspra¨che
der Platzbedarf aller vorhandenen Fettsa¨uren AFFS (50% Umsatz bei VRapso¨l,0 = 2ml)
dem 25 ·106-fachen der tatsa¨chlich vorhandenen Tropfenoberfla¨che. Es wird vermutet,
dass aufgrund der sofortigen Gleichgewichtseinstellung die Grenzfla¨che mit Fettsa¨ure
abgesa¨ttigt ist. Die insgesamt niedrigeren σ-Werte ko¨nnen mit dem amphiphilen Cha-
rakter der Fettsa¨ure erkla¨rt werden. Der hydrophile Moleku¨lbereich dringt in die wa¨ss-
rige Phase ein, wa¨hrend die lipophile Acylkette in die o¨lige Phase hineinragt [33].
Beide Grenzschichten werden dadurch miteinander verbunden. Dies fu¨hrt zu einer
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erho¨hten Tropfenstabilita¨t trotz der insgesamt niedrigeren σ∗-Werte, verglichen mit
dem Rapso¨lsystem.
Prozesse an der Phasengrenze Das typische zeitlich dreiphasige Verhalten
des Grenzfla¨chenspannungsverlaufes tritt nicht in Anwesenheit von freien Fettsa¨uren
auf. Im Gegensatz zu den Fettsa¨uren liegt die Lipase in geringerer Konzentration vor.
Daraus folgt, dass die Anlagerung der Lipase an die Grenzfla¨che mehr Zeit beno¨tigt.
Tabelle 4.3: Grenzfla¨chenspannung der Reinsubstanzen in o¨liger Phase beim Erreichen
des Gleichgewichtzustandes
in O¨l in O¨l/FFS (X = 50%)
wa¨ssrige Phase σ∗ σ∗
mN/m mN/m
Entionisiertes Wasser 16,22 12,00
0, 1M Phosphatpuffer (pH 6,5) 8,59 5,90
Lipase in entionisiertem Wasser (4µg/ml) 4,48 3,35
Lipase in 0, 1M Phosphatpuffer (4µg/ml, pH 6,5) 3,18 1,29
In Tab. 4.3 sind die σ∗-Werte fu¨r die Experimente aus Abb. 4.10 gegenu¨bergestellt.
Der Lipaseeffekt, der bei der Verwendung von entionisiertem Wasser in den kontinu-
ierlichen Phasen Rapso¨l bzw. Rapso¨l/Fettsa¨ure (X = 50%) auftritt, kann durch die
Bildung folgender σ∗-Verha¨ltnisse bewertet werden:
σ∗ention. Wasser ohne Lipase
σ∗ention. Wasser mit Lipase
(O¨l) ≈ 3, 62
σ∗ention. Wasser ohne Lipase
σ∗ention. Wasser mit Lipase
(O¨l/FFS) ≈ 3, 58
Die Vera¨nderung der Gleichgewichtsgrenzfla¨chenspannung σ∗ durch Adsorption der
Lipase an der Grenzfla¨che ist in beiden Systemen nahezu identisch. Wenn die Vermu-
tung stimmt, dass bei dem System
”
Rapso¨l-Fettsa¨ure“ die Phasengrenze mit Fettsa¨ure
gesa¨ttigt ist, dann wa¨re dies ein Indiz dafu¨r, dass die Fettsa¨ure durch die Lipase im
entionisierten Wasser verdra¨ngt wird. Bei Betrachtung des Lipaseeinflusses im Phos-
phatpuffertropfen stellt sich der Effekt wie folgt dar:
σ∗Puffer ohne Lipase
σ∗Puffer mit Lipase
(O¨l) ≈ 2, 70
σ∗Puffer ohne Lipase
σ∗Puffer mit Lipase
(O¨l/FFS) ≈ 4, 54
Im System
”
Rapso¨l-Fettsa¨ure“ scheint im Vergleich zum Rapso¨l der Lipase-induzierte
Effekt deutlich gro¨ßer zu sein. Wie in Abb. 4.10 (A) ersichtlich ist, bewirken die
Salze des Phosphatpuffers eine A¨nderung der Grenzfla¨chenspannung. Der im System
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Rapso¨l“ beobachtete Effekt setzt sich also aus der Wirkung
von Lipase, Fettsa¨ure und Puffersalzen zusammen. Nach diesen U¨berlegungen und auf-
grund dem Ergebnis, dass eine signifikante Vergro¨ßerung der Phasengrenzfla¨che nicht
beobachtet werden konnte, steht zu vermuten, dass die Fettsa¨uren durch die deutlich
gro¨ßeren Lipasemoleku¨le aus der Doppelgrenzschicht verdra¨ngt werden. Konkurrieren
Lipase- und Fettsa¨uremoleku¨le um Grenzfla¨chenpla¨tze, so wird die Grenzfla¨chenspan-
nung minimal auf den Wert σ∗∗4 abgesenkt (Abb. 4.10 (B)). Wenn die Grenzfla¨che bei
der Grenzfla¨chenspannung σ∗∗4 mit grenzfla¨chenaktiver Substanz gesa¨ttigt ist, liegt bei
diesem Wert eine maximale Belegung der Grenzfla¨che vor.
Zusammenfassend ist festzustellen, dass Fettsa¨uren und Lipasen die Grenzfla¨chen-
spannung deutlich absenken. Beide Moleku¨le zeichnen sich durch ihren amphiphilen
Charakter aus. Nach den in dieser Arbeit gewonnenen Erkenntnissen besitzt die Lipase
die gro¨ßere Affinita¨t zur Sorption an der Grenzfla¨che. Flipsen et al. [29] untersuchten
die Lipase-katalysierte Hydrolyse an einem stehenden O¨ltropfen in wa¨ssriger Phase
und zogen vergleichbare Schlussfolgerungen aus ihren Experimenten. Die gegenu¨ber
den Fettsa¨uren ho¨here Grenzfla¨chenaffinita¨t zeigt sich auch in dem Ergebnis, dass im
Emulsionssystem Umsa¨tze von deutlich mehr als 50% in ada¨quater Zeit erreicht werden
konnten. Wu¨rden die Fettsa¨uren in der Lage sein, die Lipasemoleku¨le aus der Trop-
fenoberfla¨che zu verdra¨ngen, wa¨re ein deutlich geringerer Umsatz bei vergleichbarer
Reaktionszeit zu erwarten. Die hohe Grenzfla¨chenaffinita¨t der Lipase ko¨nnte durch die
gro¨ßeren hydrophilen und hydrophoben Oberfla¨chenbereiche im Vergleich zur Fettsa¨ure
erkla¨rt werden (AFFS = 0, 3 nm
2 [58] und Ae = 36 nm
2, vgl. Abschn. 2.1.2.4, S. 16). Der
amphiphile Charakter der Lipase fu¨hrt wie die Fettsa¨ure zu einer Tropfenstabilisierung.
Verlauf der Grenzfla¨chenspannung bei Reaktionsbedingungen Aus der Lite-
ratur ist bekannt, dass die Lipase-katalysierte Hydrolyse von langkettigen Triglyceriden
in mehrere Schritte unterteilt werden kann. Zuna¨chst diffundiert die Lipase zur Phasen-
grenzfla¨che, wo sie anschließend adsorbiert [74, 93]. Bei der Lipaseadsorption handelt
es sich um einen Gleichgewichtsprozess, bestehend aus Adsorption und Desorption.
Bei der darauf folgenden Reaktion akkumulieren die produzierten Fettsa¨uren an der
Phasengrenzfla¨che bzw. diffundieren in die o¨lige Phase. Die Fettsa¨urelo¨slichkeit in der
wa¨ssrigen Phase ist mit 0,1% vernachla¨ssigbar [29, 51].7
7Ein mo¨glicher grenzfla¨chenaktiver Einfluss des Glycerins ist aus der Literatur nicht bekannt und
wurde in dieser Arbeit nicht untersucht.
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Im Folgenden wird der Effekt von Lipase und Fettsa¨ure auf die Grenzfla¨chenspan-
nung untersucht. Zur Bewertung der Lipaseadsorption wu¨rde idealerweise eine inaktive
Lipase mit identischen Oberfla¨cheneigenschaften beno¨tigt, um den Effekt der produ-
zierten Fettsa¨uren auf die Lipaseadsorption und die dadurch erzeugten Mischeffekte zu
differenzieren. Eine solche Lipase stand fu¨r die Arbeit jedoch nicht zur Verfu¨gung.
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Abbildung 4.11: σ-Verlauf wa¨hrend der Reaktion: Einfluss von Lipaseadsorption und
Fettsa¨ureakkumulation an der Phasengrenzfla¨che wa¨hrend der Hydrolysereaktion fu¨r
ce0 = 4µg/ml (die Anpassungskurve (Gl. 4.7) beru¨cksichtigt das physikalische Regime;
experimentelle Daten gema¨ß [25])
In Abb. 4.11 ist die zeitliche A¨nderung der Grenzfla¨chenspannung wa¨hrend eines
Reaktionsexperimentes exemplarisch fu¨r eine Lipasekonzentration von 4µg/ml darge-
stellt. Das Experiment la¨sst sich in zwei Abschnitte unterteilen: physikalisches und
chemisches Regime. Innerhalb der ersten 30 Minuten sind Phase II und III zur Erlan-
gung der Gleichgewichtsgrenzfla¨chenspannung deutlich zu erkennen. Der Abfall der
Grenzfla¨chenspannung σ im ersten Abschnitt ist hauptsa¨chlich der Lipaseadsorpti-
on zuzuschreiben (physikalisches Regime). Sobald Lipase adsorbiert vorliegt, werden
Fettsa¨uren produziert (vgl. Abb. 4.14, S. 88). Daru¨ber, ob und wieviel Fettsa¨uren sich
innerhalb des physikalischen Regimes an der Phasengrenze anlagern und um wieviel
sie die Grenzfla¨chenspannung herabsetzen, la¨sst sich keine Aussage treffen. Der Ver-
lauf von σ wa¨hrend der Enzymadsorption la¨sst sich mit dem gleichen Modellansatz
beschreiben, der fu¨r den Grenzfla¨chenspannungsverlauf der Reinsubstanzen verwendet
wurde:
σe =
1 + ae t
be + ce t
(4.7)
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Wenn sich Lipaseadsorption und -desorption an der Grenzfla¨che im Gleichgewicht be-
finden, so entspricht σe dem Gleichgewichtswert σ
∗
e (t → ∞). Nach 30 Minuten wird
eine konstante Grenzfla¨chenspannung beobachtet, die auf das Erreichen des Gleichge-
wichtszustands der Lipaseadsorption hinweist, σe entspricht demnach ungefa¨hr σ
∗
e .
Im zweiten Abschnitt erfolgt ein weiterer Abfall der Grenzfla¨chenspannung. Die-
ser wird der Einlagerung von Reaktionsprodukten in die Grenzfla¨che zugeschrieben
(chemisches Regime).
Im physikalischen Regime erfolgt eine zunehmende Anlagerung von Lipase an der
Phasengrenze, im chemischen Regime hingegen ist der Anlagerungsprozess der Lipase
abgeschlossen, so wird vermutet.
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Abbildung 4.12: (A) Physikalisches Regime: Zeitlicher Verlauf der Grenzfla¨chen-
spannung σe beispielhaft fu¨r zwei Lipasekonzentrationen ce0 = 4 und 20µg/ml (An-
passungskurven: Gl. 4.7); (B) Abha¨ngigkeit zwischen der Grenzfla¨chenspannung im
Sorptionsgleichgewicht σ∗e und der Lipasekonzentration ce0 im Phosphatpuffer (An-
passungskurve: Gl. 4.8)
Lipaseadsorption an der O¨l/Wasser-Grenzfla¨che In Abb. 4.12 (A) ist das phy-
sikalische Regime fu¨r zwei unterschiedliche Enzymkonzentrationen (ceo = 4µg/ml und
20µg/ml) dargestellt. Dabei ist eine deutliche Abha¨ngigkeit der Grenzfla¨chenspannung
von der anfa¨nglichen Lipasemenge im Phosphatpuffer zu beobachten. Offensichtlich





(20µg/ml)). Laut der im vorangegangenem
Abschnitt erla¨uterten Modellvorstellung, entspricht σ∗e der Gleichgewichtskonzentrati-
on der an der Grenzfla¨che adsorbierten Lipase. Erwartungsgema¨ß ist bei einer Zunahme
der Lipasekonzentration in der wa¨ssrigen Phase eine Abnahme von σ∗e zu beobachten.
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In Abb. 4.12 (B) ist der Zusammenhang von σ∗e und ce0 dargestellt. Mit zuneh-
mender Lipasekonzentration ce0 strebt σ
∗
e dem Grenzwert σ
∗
e,max entgegen. Es ist an-
zunehmen, dass beim Erreichen von σ∗e,max die Phasengrenze mit Lipase vollsta¨ndig
gesa¨ttigt vorliegt. Der Zusammenhang zwischen der Gleichgewichtsgrenzfla¨chenspan-
nung und der Lipasekonzentration ist mit der empirischen Modellgleichung 4.8 in guter
Na¨herung beschreibbar. Daraus konnte die Grenz-Gleichgewichtsgrenzfla¨chenspannung
fu¨r das untersuchte Reaktionssystem und ce0 → ∞ zu σ
∗
e,max = 3, 2mN/m bestimmt
werden.
σ∗e = a exp (−b ceo) + c (4.8)
Im Weiteren erfolgt eine Abscha¨tzung einer mo¨glichen, an der Grenzfla¨che adsor-
bierten, Lipasemenge. Mit der Annahme, dass die Menge der adsorbierten Lipasemo-
leku¨le ne,ads direkt proportional zu den experimentell ermittelten σ
∗
e -Werten ist, kann
bei konstanter Phasengrenzfla¨che von σ∗e auf den Belegungsgrad θe geschlossen werden.
Dabei ist ne,ads proportional zur Differenz der Gleichgewichtsgrenzfla¨chenspannung des








Die maximal mo¨gliche Belegung der zur Verfu¨gung stehenden Grenzfla¨che mit Lipa-
se ne,ads,max entspricht der Grenzfla¨chenspannungsdifferenz bei maximal adsorbierter








Der Belegungsgrad fu¨r die adsorbierte Lipase an der Tropfenoberfla¨che ergibt sich aus
dem Verha¨ltnis der Stoffmengen der adsorbierten Lipase ne,ads zur maximal mo¨glichen












Basierend auf dieser Annahme wurde θe fu¨r verschiedene Lipasekonzentrationen mittels
vorgestelltem Modell berechnet und in Abb. 4.13 dargestellt. Die untersuchte Tropfen-
grenzfla¨che von Atr = 2, 3 · 10
−5m2 ist ab einer Lipasekonzentration von ce0,grenz =
16µg/ml zu 99% gesa¨ttigt.
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Abbildung 4.13: Belegungsgrad der Lipase an einer O¨l-/Wasserphasengrenzfla¨che;
die experimentelle Bestimmung erfolgte an einem 12µl, in Rapso¨l ha¨ngenden Phos-
phatpuffertropfen.
Um eine mo¨gliche U¨berschussmenge an Lipase in der wa¨ssrigen Phase, die nach
dem Erreichen des Adsorptionsgleichgewichtes vorliegt, abscha¨tzen zu ko¨nnen, wird
der theoretische Belegungsgrad Υ eingefu¨hrt. Diese Gro¨ße beschreibt das Verha¨ltnis
des Platzbedarfs der verwendeten Lipasemoleku¨le an der Grenzfla¨che bei vollsta¨ndiger
Adsorption und der tatsa¨chlich vorhandenen Phasengrenzfla¨che (Tropfenoberfla¨che).
Υ =






Dabei wird angenommen, dass alle Lipasemoleku¨le, sowohl aktive als auch inaktive,
an der Phasengrenzfla¨che adsorbierbar sind. Die Fla¨che, die jedes Lipasemoleku¨l an
der Grenzfla¨che einnimmt, wird zu Ae = 3, 6 · 10
−17m2 abgescha¨tzt (Abschn. 2.1.2.4,
S. 16). Bei Υ < 1 ist die zur Verfu¨gung stehende Grenzfla¨che ausreichend groß, so
dass alle vorhandenen Lipasemoleku¨le an der Phasengrenze adsorbieren ko¨nnten. Bei
Υ > 1 hingegen wu¨rden nicht alle Moleku¨le an der Grenzfla¨che Platz finden, und im
Tropfenbulk wu¨rde ein U¨berschuss an Lipase verbleiben.
Bei einer Lipasekonzentration von 4µg/ml sind 73% von mo¨glichen 78% der Pha-
sengrenzfla¨che bedeckt (Tab. 4.4). Fu¨r ce0 = 16µg/ml sind 99% der Lipase auf der
Grenzfla¨che adsorbiert, allerdings liegt im Tropfenbulk ein dreifacher Lipaseu¨berschuss
vor. Aus den Ergebnissen resultiert die Vermutung, dass bei ce0 < 4µg/ml alle in der
wa¨ssrigen Phase vorhandenen Lipasemoleku¨le an der Tropfengrenzfla¨che adsorbieren




Tabelle 4.4: Experimentell bestimmter und theoreti-
scher Belegungsgrad der Lipase aus Candida rugosa an










Quantifizierung der produzierten Fettsa¨uren Um den quantitativen Effekt der
in die O¨lphase diffundierten Fettsa¨uren mit der Grenzfla¨chenspannung zu korrelieren,
wurde die entstehende Fettsa¨uremenge analysiert (Abschn. 3.2.1, S. 28). Die Untersu-
chung wurde fu¨r die Versuche mit ce0 = 4 und 20µg/ml durchgefu¨hrt. In definierten
Zeitabsta¨nden wurde eine Probe der o¨ligen Phase entnommen und analysiert. Die ma-
ximale Probenanzahl ist aufgrund des geringen Volumens der Phase auf drei bzw. sechs
Proben begrenzt. Mit der verwendeten GC-Methode konnten lediglich die entstandenen
Fettsa¨uren quantifiziert werden. Es liegen keine Informationen zu eventuell entstande-
nen Mono- bzw. Diglyceriden vor.
Unter den gegebenen experimentellen Bedingungen wurde ein linearer Verlauf der
produzierten Fettsa¨uren innerhalb des beobachteten Zeitraumes festgestellt (Abb. 4.14).
Demnach ist kein Einfluss der in die o¨lige Phase diffundierten Fettsa¨uren auf die beob-
achtete Reaktionsgeschwindigkeit r messbar. Fu¨r den Hydrolyseanfang wurde ebenfalls






= k = f (ce0) (4.13)
Eine Steigerung der adsorbierten Lipasemenge um 26% fu¨hrt zu einer 20% ho¨heren Re-
aktionsgeschwindigkeit (θe,20 = 0, 99 > θe,4 = 0, 73 ). Die Abweichung liegt im Rahmen
des Messfehlers von 5% (bei zwei Wiederholungen eines Pendant-Drop-Experimentes)
[25]. Dementsprechend wird ein linearer Zusammenhang zwischen adsorbierter Lipase-
menge und der Reaktionsgeschwindigkeit angenommen.
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r4 = 6,6 nmol/h
r20 = 8,2 nmol/h
Abbildung 4.14: Zeitlicher Verlauf der produzierten Fettsa¨uremenge in der o¨ligen
Phase unter Verwendung eines 12µl Tropfens mit 4 bzw. 20µg Lipase pro ml 0, 1M
Phosphatpuffer (experimentelle Daten gema¨ß [25])
Qualitative Beschreibung der Vorga¨nge an der o/w-Grenzfla¨che In Abb. 4.15
ist der Grenzfla¨chenspannungsverlauf fu¨r die Lipase-katalysierte Hydrolyse exempla-
risch fu¨r drei verschiedene Lipasekonzentrationen (4, 8, 12µg/ml) dargestellt. Fu¨r alle
Experimente wurde das bereits in Abschn. 4.2.1.1 (S. 82) beschriebene Verhalten des
Grenzfla¨chenspannungsverlaufes beobachtet. Bei allen betrachteten Lipasekonzentrati-
onen kommt es wa¨hrend der Induktionsphase (nicht dargestellt) zu gro¨ßeren A¨nderun-
gen der Grenzfla¨chenspannung, die im Mittel ∆σ = 5mN/m betragen. Daraus folgt
eine gro¨ßere adsorbierte Lipasemenge innerhalb der ersten Minute.
Im chemischen Regime wird fu¨r alle Lipasekonzentrationen eine weitere, stetige
Abnahme von σ beobachtet, die durch eine zunehmende Anlagerung der entstehenden
Reaktionsprodukte an der Grenzfla¨che erkla¨rt werden kann. Bezu¨glich eines betrachte-
ten Zeitpunktes ist die Grenzfla¨chenspannung um so niedriger, je ho¨her die adsorbierte
Lipasekonzentration ist. Ist mehr Lipase adsorbiert, ko¨nnen mehr Fettsa¨uren pro Zeit-
einheit entstehen und sich ebenfalls an der Phasengrenzfla¨che anlagern. Wie mit dem
im vorangegangenen Abschnitt vorgestellten Modell zum Lipaseadsorptionsverhalten
gezeigt wurde, ist ab ce0 = 8µg/ml die Grenzfla¨che u¨ber 90% mit Lipase belegt. Daher
wird vermutet, dass die produzierte Fettsa¨ure sich in den Ra¨umen zwischen den volu-
mino¨sen Proteinen anlagert. Eine Verdra¨ngung des Proteins durch die Fettsa¨ure wird
auf Basis der Ausfu¨hrungen in Abschn. 4.2.1.1 (Abb. 4.10, S. 79) ausgeschlossen.
Das Untersuchungsende wird durch den Tropfenabriss bestimmt.
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Abbildung 4.15: Zeitabha¨ngige Effekte von Lipase und entstehender Hydrolysepro-
dukte (die Anpassungskurve (Gl. 4.7) beru¨cksichtigt das physikalische Regime; expe-
rimentelle Daten gema¨ß [25])
Einfluss der Fettsa¨uren auf die Absenkung der Grenzfla¨chenspannung
Wie bereits erla¨utert wurde, ist die Anzahl an Bestimmungen der Fettsa¨uremengen
u¨ber die Versuchszeit stark begrenzt, im Gegensatz zu den Messungen der Grenz-
fla¨chenspannung σ. Die fehlenden Fettsa¨uremengen wurden durch lineare Interpola-
tion den gemessenen σ-Werten zugeordnet. Um den Effekt der Fettsa¨ureanlagerung
an die Grenzfla¨che zu beschreiben, wurde der sogenannte Oberfla¨chendruck Π nach
Flipsen et al. [29] berechnet.
Π(t) = σ∗e(t)− σ(t) (4.14)
Dabei wird die Gleichgewichtsgrenzfla¨chenspannung σ∗e aus der empirischen Modell-
gleichung zur Beschreibung der Lipaseadsorption (Gl. 4.7) fu¨r t → ∞ berechnet, σ
entspricht dem Messwert.
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In Abb. 4.16 (A) und (B) sind zeitlicher- und umsatzabha¨ngiger Verlauf von Π
wiedergegeben, wobei das physikalische Regime, inklusive dem ersten Bereich des che-
mischen Regimes, durch Interpolationswerte dargestellt ist und nicht durch Messwerte
validiert wurde. Zeit- und umsatzabha¨ngiger Verlauf von Π sind entsprechend dem
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Abbildung 4.16: (A) Oberfla¨chendruck Π in Abha¨ngigkeit der Zeit sowie vom (B)
Umsatz (gemessen in der O¨lphase) fu¨r die Lipasekonzentrationen 4 und 20µg/ml
(Messwerte = gefu¨llte Symbole, Interpolationswerte = ungefu¨llte Symbole)
linearen Zusammenhang zwischen Umsatz und Zeit qualitativ gleichwertig. In den ers-
ten sieben Minuten wird nur Lipase adsorbiert. Die darauf folgende zeitliche Zunah-
me von Π ist auf die Einlagerung der Hydrolyseprodukte in die Phasengrenzfla¨che
zuru¨ckzufu¨hren. Fu¨r beide Lipasemengen wird ein a¨hnlicher Kurvenverlauf beobach-
tet. Ausgehend von der Annahme, dass fu¨r beide Lipasekonzentrationen alle Para-
meter (Tropfengro¨ße, Pufferkonzentration, O¨l- und Lipasequalita¨t) u¨bereinstimmen,
ist die Zunahme der grenzfla¨chenaktiven Spezies an der Phasengrenzfla¨che durch Ad-
sorption bei ce0 = 4µg/ml fu¨r die gesamte Beobachtungsszeit gro¨ßer, verglichen mit
ce0 = 20µg/ml. Der Grund hierfu¨r ko¨nnte darin liegen, dass bei ce0 = 4µg/ml weniger
Lipasemoleku¨le an der Grenzfla¨che adsorbieren (θe = 0,73) als es bei ce0 = 20µg/ml
(θe = 0, 99 ) der Fall ist, demnach ist mehr Platz auf der Grenzfla¨che. Bei 20µg/ml kann






Die online-Messung des Reaktionsfortschrittes der Lipolyse im w/o-Emulsionssystem
erfolgte unter Variation der Lipasekonzentration ce0 durch die FTIR-Spektroskopie, die
eine hohe zeitliche Auflo¨sung garantiert. Die prinzipielle Funktion und Durchfu¨hrung
der FTIR-Spektoskopie wurden in Abschn. 3.3.2 (S. 37) diskutiert, Aufbau und Durch-
fu¨hrung der Versuchsanlage sind in Abschn. 3.3.4 (S. 61) beschrieben. Die unternom-





























0,01 0,1 1 10 100



























Abbildung 4.17: Reaktionsfortschritt bei der Hydrolyse fu¨r verschiedene Lipasekon-
zentrationen
Abb. 4.17 (A) zeigt das Umsatz-Zeit-Verhalten fu¨r alle untersuchten Lipasekonzen-
trationen. Bereits nach sechs Minuten Reaktionszeit waren Umsa¨tze zwischen 1% und
30% (je nach Lipasekonzentration) messbar. Je ho¨her die Lipasemenge in der Phosphat-
pufferphase ist, desto weniger Zeit wird beno¨tigt, um den Endumsatz zu erreichen. Das
ist durch eine Erho¨hung der an der Grenzfla¨che adsorbierten Lipasemenge mit zuneh-
mender Lipasekonzentration zu erkla¨ren. Der Endumsatz markiert den Zeitpunkt, ab
dem kein Substrat mehr umgesetzt wird. Er ist unabha¨ngig von ce0 (Abb. 4.17 (B)).
Fu¨r alle untersuchten Enzymkonzentrationen ergaben sich Endumsa¨tze zwischen 90
und 93%. Wie in Abb. 4.8 (B) (S. 74) gezeigt wurde, sind bei Umsa¨tzen u¨ber 85% fu¨r
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ce0 = 8µg/ml noch 20% Restaktivita¨t zu verzeichnen. Dies deutet darauf hin, dass die
Endumsa¨tze den Gleichgewichtsumsa¨tzen entsprechen.
Auch biokatalytische Reaktionen sind Gleichgewichtsreaktionen [30]. Es wurde her-
ausgefunden, dass der Gleichgewichtsumsatz einer Lipolysereaktion (in w/o-Emulsions-
system) von der Glycerinkonzentration abha¨ngt [18]. So wurde mit steigendem w/o-
Volumenverha¨ltnis ein ho¨herer Gleichgewichtsumsatz beobachtet, der in der geringeren
Glycerinkonzentration der wa¨ssrigen Phase begru¨ndet ist.
Bei festgelegter Lipasekonzentration wird das Umsatz-Zeit-Verhalten durch alle an
der Reaktion beteiligten Effekte bestimmt:
◦ Eine Abnahme der Umsetzungsgeschwindigkeit mit fortschreitender Reaktions-
zeit, auch bei maximaler Enzymaktivita¨t, entspricht dem u¨blichen Verhalten einer
Gleichgewichtreaktion. Substrat wird verbraucht, wodurch die Gegenreaktion mit
zunehmender Zeit bzw. Anna¨herung an das Gleichgewicht immer gro¨ßer wird.
◦ Mit steigender Reaktionsdauer wurde eine Abnahme der Lipaseaktivita¨t, hervor-
gerufen durch diverse Effekte, beobachtet (Abb. 4.8, S. 74). Eine Reduzierung
der Aktivita¨t verringert die Umsetzungsgeschwindigkeit.
◦ Weiterhin besitzt die Gro¨ße der Phasengrenzfla¨che eine entscheidende Funktion
bei der Lipolyse in Zweiphasensystemen. Sie bestimmt unter anderem die Anzahl
der adsorbierten Lipasemoleku¨le und beeinflusst damit maßgeblich die Hydro-
lysegeschwindigkeit [8]. Es steht zu vermuten, dass, aufgrund der grenzfla¨chen-
aktiven Eigenschaften von Lipase und Fettsa¨ure und der dadurch hervorgerufe-
nen Absenkung der Grenzfla¨chenspannung (Abb. 4.15, S. 89), eine Variation der
Tropfengro¨ße und dadurch eine Vera¨nderung der Grenzfla¨chengro¨ße mit der Re-
aktionszeit erfolgt. Deshalb ist die Kenntnis von der Gro¨ße der Wassertropfen im
Reaktionsverlauf notwendig.
4.2.2.2 Tropfengro¨ße und volumenspezifische Phasengrenzfla¨che
Parallel zum Reaktionsfortschritt wurde die mittlere Tropfengro¨ße d¯tr bei T = 35
◦C
mittels PDW-Spektroskopie im Reaktionsvolumen detektiert. Methodenbeschreibung
und Bewertung sowie Durchfu¨hrung und Versuchsaufbau sind in Abschn. 3.3.3 (S. 49)
und Abschn. 3.3.4 (S. 61) dokumentiert.
Abb. 4.18 (A) und (B) zeigen das zeit- und umsatzabha¨ngige Verhalten der mittle-
ren Tropfengro¨ße d¯tr fu¨r Lipasekonzentrationen zwischen 2 und 200µg/ml. Bei ce0 =
2µg/ml wurde erst nach 0, 6 Stunden mit dem Monitoring der Tropfengro¨ße begonnen.
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Abbildung 4.18: Verhalten der mittleren Tropfengro¨ße wa¨hrend der Hydrolysereak-
tion in Abha¨ngigkeit von (A) der Reaktionszeit und (B) dem Reaktionsfortschritt fu¨r
verschiedene Lipasekonzentrationen
Fu¨r ce0 = 2 und 8µg/ml sinkt die mittlere Tropfengro¨ße zuna¨chst ab und steigt
anschließend bis zum Erreichen eines konzentrationsabha¨ngigen Endwertes. Fu¨r Li-
pasekonzentrationen zwischen 20 − 200µg/ml sind die Tropfen bei Reaktionsbeginn
na¨herungsweise gleich groß (d¯tr = 100 − 120µm). Mit fortlaufender Reaktion wer-
den diese Tropfen kleiner und erreichen einen konstanten Wert ohne ein Minimum zu
durchlaufen.
Die Ursache fu¨r die A¨nderung der Tropfengro¨ße ist bei sonst gleichbleibenden Ver-
suchsparametern eine Folge der Variation der physikalischen Eigenschaften der Emul-
sion. Zum einen vera¨ndert sich durch das Entstehen der Reaktionsprodukte wie Gly-
cerin (wa¨ssrige Phase) und Fettsa¨ure (o¨lige Phase) die Viskosita¨t der Emulsion. Eine
abscha¨tzende Messung im Ho¨ppler-Viskosimeter fu¨r ce0 = 2µg/ml ergab eine Vera¨nde-
rung der Viskosita¨t von 45 (t0) auf 20 (tend) mPa s wa¨hrend der Reaktion. Die sin-
kende Viskosita¨t begu¨nstigt die Verringerung der Tropfengro¨ße. Zum anderen ko¨nnte
die Reduzierung der Grenzfla¨chenspannung ebenfalls eine Abnahme der Tropfengro¨ße
bewirken (Abschn. 4.2.1.2, S. 88).
Die mittlere Tropfengro¨ße zu Reaktionsbeginn d¯tr,0 sinkt fu¨r den betrachteten Li-
pasekonzentrationsbereich ce0 = 20 − 200µg/ml von 117 auf 100, 5µm mit steigen-
der Konzentration. Es ist zu vermuten, dass die Grenzfla¨chenbelegung zum Zeitpunkt
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t = 0min von der Enzymmenge im Tropfenbulk abha¨ngt. Ist mehr Lipase verfu¨gbar,
fu¨hrt die erho¨hte Adsorption zu einer weiteren Verringerung der Grenzfla¨chenspannung
und damit zu kleineren Tropfengro¨ßen. Fu¨r alle untersuchten Lipasekonzentrationen er-
reicht die Tropfengro¨ße d¯tr ab einem Umsatz von na¨herungsweise 70% einen zeitlich
konstanten Wert, der mit steigender Lipasemenge von 160µm (ce0 = 2µg/ml) auf
60µm (ce0 = 200µg/ml) abnimmt.
Wie in Abschn. 4.2.1.1 (S. 84) und Abschn. 4.2.1.2 (S. 88) vermutet, erfolgt die
A¨nderung der Grenzfla¨chenspannung innerhalb der ersten 30 Minuten hauptsa¨chlich
durch die Lipaseanlagerung an die Grenzfla¨che. Abb. 4.18 (A) zeigt, dass bereits nach
einer halben Stunde der fu¨r die jeweilige Lipasekonzentration spezifische Tropfen-
gro¨ßenbereich eingestellt ist. Unter der Annahme der Anwendbarkeit der Pendant-
Drop-Ergebnisse auf das Emulsionssystem wird vermutet, dass die Tropfengro¨ße am
Reaktionsende durch die innerhalb der ersten 30 Minuten an der Grenzfla¨che adsor-
bierte Lipasemenge bestimmt wird. Die nach 60 Minuten fu¨r ce0 = 8 und 12µg/ml
beobachtete weitere Abnahme der Grenzfla¨chenspannung, begru¨ndet durch die Anla-
gerung der grenzfla¨chenaktiven Reaktionsprodukte an freie Bereiche der Phasengren-
ze, scheint keinen Einfluss auf die Tropfengro¨ße zu haben, denn ab diesem Zeitpunkt
ist der Tropfendurchmesser fu¨r eine Lipasekonzentration ≥ 20µg/ml nahezu konstant
(Abb. 4.18 (B)). Demzufolge kann von einem nichtlinearen Zusammenhang zwischen
Grenzfla¨chenspannung und Tropfengro¨ße ausgegangen werden.
Die umsatzabha¨ngige Entwicklung der mittleren Tropfengro¨ße bei ce0 = 60 und
200µg/ml ist na¨herungsweise identisch. Dies ko¨nnte dadurch begru¨ndet sein, dass ab
ce0 = 60µg/ml eine maximale Belegung der Grenzfla¨che mit grenzfla¨chenaktiver Sub-
stanz wa¨hrend der gesamten Reaktionszeit erreicht ist.
Das sehr markante Verhalten bei ce0 = 2 und 8µg/ml (d¯tr nimmt zuerst ab und
dann wieder zu) ko¨nnte dadurch erkla¨rt werden, dass an der Phasengrenze die Menge
adsorbierter grenzfla¨chenstabilisierender Substanz nicht ausreichend ist, um die Grenz-
fla¨chenspannung genu¨gend abzusenken und eine Tropfenkoaleszenz zu verhindern.
Volumenspezifische Phasengrenzfla¨che Die auf die Wasserphase bezogene mitt-
lere spezifische Phasengrenzfla¨che SV wird aus dem mittleren Tropfendurchmesser d¯tr,
der Tropfenanzahl Ntr und dem Volumen der Wasserphase Vw berechnet.
SV (t) =





Vw wird in Abha¨ngigkeit des wa¨hrend der Reaktion verbrauchten Wassers und entste-
henden Glycerins berechnet.8 Die Tropfenanzahl Ntr ergibt sich aus dem Wasservolu-















In Abb. 4.19 ist die Entwicklung der volumenspezifischen, auf die Wasserphase
bezogenen Phasengrenzfla¨che SV mit zunehmendem Reaktionsfortschritt abgebildet.
Fu¨r ce0 = 2 und 8µg/ml nimmt die spezifische Phasengrenzfla¨che mit zunehmendem
Umsatz zu, um dann wieder auf den Anfangswert abzusinken. Fu¨r ce0 = 20µg/ml
bleibt die volumenspezifische Grenzfla¨che konstant und bei ce0 = 40 − 200µg/ml
steigt sie umsatzabha¨ngig an. Trotz der mehr als dreifachen Lipasekonzentration bei
ce0 = 200µg/ml ist im Vergleich zu ce0 = 60µg/ml kein signifikanter Unterschied im
umsatzabha¨ngigen Verhalten der spezifischen Phasengrenzfla¨che zu beobachten. Dies
ist ein weiteres Indiz fu¨r die Sa¨ttigung der Phasengrenze mit grenzfla¨chenaktiver Sub-






































Abbildung 4.19: Entwicklung der spezifischen Phasengrenzfla¨che mit zunehmendem
Umsatz im Laufe der Hydrolysereaktion unter Variation der Enzymkonzentration
8Es wird ideales Verhalten angenommen. Demnach befinden sich neben den Phosphatpuffersalzen
nur Glycerin- und Wassermoleku¨le in der wa¨ssrigen Phase. Die Puffersalze beeinflussen nicht die
Linearita¨t der Volumena¨nderung von Glycerin-/Wassergemischen.
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4.2.2.3 Pha¨nomenologische Beschreibung der Reaktionskinetik
Grenzfla¨chenspezifische Reaktionsgeschwindigkeit rˆ Bei der Lipolyse in einer
w/o-Emulsion a¨ndert sich die spezifische Phasengrenzfla¨che mit der Reaktionszeit, wie
im vorangegangenen Abschnitt beschrieben wurde. Um den Einfluss der Grenzfla¨chen-
gro¨ße zu eliminieren wird die Reaktionsgeschwindigkeit auf die Gro¨ße der Phasen-
grenzfla¨che bezogen. Die grenzfla¨chenbezogene Geschwindigkeit rˆ berechnet sich aus






wobei r˜ unter Beru¨cksichtigung der reaktionsbedingten Volumena¨nderung der Wasser-
phase9 ermittelt wird (εw – relative Volumena¨nderung).
r˜ =
c˜O¨l,0













c˜O¨l,0 entspricht der Rapso¨lkonzentration zu Reaktionsbeginn bezogen auf das Volumen
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Die Richtigkeit der gemessenen mittleren Tropfengro¨ßen d¯tr (vgl. Diskussion in Ab-
schn. 3.3.3, S. 57) wurde als fraglich eingestuft. Dementsprechend sind die berechneten
Absolutwerte der volumenspezifische Phasengrenzfla¨che SV und somit der grenzfla¨chen-
bezogenen Reaktionsgeschwindigkeit rˆ mo¨glicherweise fehlerhaft. Allerdings wird von
der qualitativen Richtigkeit des Verlaufs der Reaktionsgeschwindigkeit ausgegangen.
Zur Demonstration der kinetischen Abha¨ngigkeiten wird die aus den gemessenen
Umsa¨tzen berechnete Reaktionsgeschwindigkeit rˆ in Abha¨ngigkeit von der Reakti-




60µg/ml) aufgetragen (Abb. 4.20). Fu¨r alle drei Konzentrationen verha¨lt sich der
zeitabha¨ngige Kurvenverlauf von rˆ in gleicher Weise und ist durch vier Phasen charak-
terisierbar: Induktionsphase, Regime a, Regime b und Regime c. Die U¨berga¨nge zwi-
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Abbildung 4.20: Zeitlicher Verlauf der Reaktionsgeschwindigkeit rˆ fu¨r ce0 = 8, 20
und 60µg/ml; Darstellung der verschiedenen Regime
Als Induktionsphase wird, wie in Abschn. 4.1.4 (S. 69) bereits angedeutet, der Zeit-
bereich zwischen Zugabe der Lipaselo¨sung und dem Erreichen der maximalen Reakti-
onsgeschwindigkeit rˆ0 bezeichnet. Es wird vermutet, dass diese Verzo¨gerungszeit bis zur
Erlangung des rˆ0-Wertes, neben der Ausbildung der Phasengrenzfla¨che, hauptsa¨chlich
durch den Vorgang der Lipaseanlagerung an die Phasengrenze und der damit verbun-
denen Lipaseaktivierung beeinflusst wird. In der Literatur wurde ebenfalls eine solche
Induktionsphase bei der Lipase-katalysierten Hydrolyse in Emulsionen, Monolayern so-
wie Micellen nach der Zugabe von Lipaselo¨sung und Substrat beobachtet [65, 92]. Da-
bei wurde gezeigt, dass diese Verzo¨gerungszeit nicht durch die Diffusion der Lipase zur
Grenzfla¨che erfolgt, sondern aufgrund der relativ langsamen Anlagerung des Enzyms
an die Substratoberfla¨che hervorgerufen wird. Die Geschwindigkeit des Anlagerungs-
prozesses wird durch die Packungsdichte der Substratmoleku¨le an der Phasengrenze
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bestimmt. Basierend auf experimentellen Untersuchungen an Monolayern wird ver-
mutet, dass die Lipaseanlagerung dem geschwindigkeitsbestimmenden Schritt bei der
Lipase-katalysierten Hydrolyse im heterogenen System entspricht [65, 70]. Die Lipase-
anlagerung an der Substratoberfla¨che bestimmt die Menge des Biokatalysators an der
Phasengrenze [10]. Die Induktionsphase endet fu¨r die untersuchten Lipasekonzentra-
tionen na¨herungsweise zum selben Zeitpunkt (Tab. 4.5). Das la¨sst die Schlussfolgerung
zu, dass die Vorga¨nge wa¨hrend der Induktionsphase lediglich zeitabha¨ngig sind.
Tabelle 4.5: Zeiten und Umsa¨tze der Regimeu¨berga¨nge
ce0 tInduktionsphase XInduktionsphase ta−b Xa−b tb−c Xb−c
µg/ml h h h
8 0,05 0,03 0,16 0,11 3,43 0,63
20 0,04 0,05 0,13 0,20 1,24 0,64
40 —a —a 0,16 0,29 0,71 0,63
60 0,05 0,10 0,14 0,33 0,50 0,64
200 —a —a 0,22 0,58 0,44 0,75
a Aufgrund von versuchstechnischen Gru¨nden war keine Induktionsphase zu-
verla¨ssig identifizierbar.
In Regime a sinkt die Reaktionsgeschwindigkeit rˆ innerhalb von sechs Minuten fu¨r
die betrachteten Lipasekonzentrationen u¨ber 50% ab. Mittels Differentialmethode wur-
den fu¨r die untersuchten Lipasekonzentrationen substratbezogene Reaktionsordnungen
zwischen fu¨nf und acht ermittelt. Eine substratbedingte Abnahme der Reaktionsge-
schwindigkeit mit solch einer hohen Reaktionsordnung ist allerdings nicht sinnvoll. Die
Beobachtung, dass fu¨r die untersuchten Konzentrationen Regime a na¨herungsweise zum
selben Zeitpunkt beginnt und endet (Tab. 4.5), la¨sst auch hier auf einen zeitabha¨ngi-
gen Effekt schließen. Bei der Untersuchung des Aktivita¨tsverhaltens im Zweiphasen-
system wurde innerhalb der ersten halben Stunde ein Abfall der Lipaseaktivita¨t um
20− 25% beobachtet (Abb. 4.8 (A), S. 74). Daher wird vermutet, dass die Abnahme
der Reaktionsgeschwindigkeit durch den Aktivita¨tsverlust der Lipase im betrachte-
ten Zeitraum herbeigefu¨hrt wurde. Ein Aktivita¨tsverlust wurde hauptsa¨chlich durch
die Lipaseadsorption an der o/w-Grenzfla¨che begru¨ndet (Abschn. 4.1.5.2, S. 72). Der
Reaktionsgeschwindigkeitsverlauf in Regime a wird demnach durch das zeitabha¨ngige
Aktivita¨tsverhalten der Lipase bestimmt.
rˆRegime a = f1 (a) (4.22)
98
4.2 Kinetische Untersuchungen
In Regime b fa¨llt die Reaktionsgeschwindigkeit fu¨r alle untersuchten Lipasekonzen-
trationen weniger stark ab als in Regime a. Die substratbezogenen Reaktionsordnun-
gen belaufen sich auf Werte zwischen 0,2 und 0,5. Diese niedrigen Reaktionsordnungen
lassen einen u¨berwiegenden Substrateinfluss auf den Reaktionsgeschwindigkeitsverlauf
vermuten. Mit fortschreitender Reaktion sinkt die Substratkonzentration in der o¨ligen
Phase in dem Maße ab, wie der Umsatz ansteigt. Zum einen wird mit zunehmen-
dem Umsatz die Diffusion der O¨lmoleku¨le hin zur Phasengrenzfla¨che erschwert, da
die Anzahl der Fettsa¨uremoleku¨le in der o¨ligen Phase zunimmt. Zum anderen mu¨ssen
die O¨lmoleku¨le vermutlich einen la¨ngeren Weg zur Phasengrenze zuru¨cklegen, dadurch
wird mehr Zeit beansprucht. Das zweite Substrat Wasser liegt die gesamte Reaktions-
zeit u¨ber in einem U¨berschuss von mindestens 17Mol-% vor und wirkt somit nicht
limitierend auf die Reaktion. Des Weiteren lagern sich mit fortschreitender Reaktion
grenzfla¨chenaktive Reaktionsprodukte an der Phasengrenze an (Abb. 4.15, S. 89), die
zu einer Herabsetzung der Substratmenge an der Grenzfla¨che fu¨hren. Zudem ko¨nnte
die inhibierende Wirkung der Fettsa¨uren (Blockade des aktiven Zentrums) die Lipase-
aktivita¨t weiter herabsetzen. Vermutlich wird in Regime b der Reaktionsgeschwindig-
keitsverlauf hauptsa¨chlich durch die Reaktion bestimmt:
rˆRegime b = f2 (XO¨l) (4.23)
Das Regime b endet fu¨r alle untersuchten Lipasekonzentrationen zu verschiedenen
Reaktionszeiten, aber bei gleichen Umsa¨tzen (Tab. 4.5), mit Aussnahme von ce0 =
200µg/ml.
Zu Beginn von Regime c ist die Reaktionsgeschwindigkeit der betrachteten Lipa-
sekonzentrationen auf ungefa¨hr 10% des Maximalwertes (rˆ0) abgefallen und sinkt im
weiteren Verlauf bis auf Null ab. Fu¨r Regime c wird angenommen, dass weder der
aktivita¨ts- noch der umsatzbedingte Effekt u¨berwiegt.
In Abb. 4.21 ist der Reaktionsgeschwindigkeitsverlauf in Abha¨ngigkeit vom Umsatz
fu¨r drei Lipasekonzentrationen dargestellt. Da Induktionsphase und Regime a, wie ver-
mutet, durch einen zeitbedingten Aktivita¨tseffekt bestimmt werden und die Reaktion
bei verschiedenen Lipasekonzentrationen unterschiedlich schnell verla¨uft (Abb. 4.17),
finden die Regimewechsel bei verschiedenen Umsa¨tzen statt (Tab. 4.5). Die Beobach-
tung, dass der U¨bergang von Regime b zu c aller untersuchter Lipasemengen bei dem-
selben Umsatz (64%) erfolgt (abgesehen von ce0 = 200µg/ml), besta¨tigt die Annahme
umsatzabha¨ngiger Effekte in Regime b.
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Abbildung 4.21: Reaktionsgeschwindigkeit rˆ in Abha¨ngigkeit vom Umsatz fu¨r ce0 =
8, 20 und 60µg/ml; Darstellung der verschiedenen Regime
Der Kurvenverlauf der Abb. 4.20 und 4.21 innerhalb der ersten beiden Phasen (In-
duktionsphase und Regime a) wird mit den gewonnen Erkenntnissen wie folgt gedeu-
tet: Durch die Lipaseadsorption im Grenzfla¨chenfilm (Zunahme der grenzfla¨chenspezifi-
schen Enzymaktivita¨t) steigt die Reaktionsgeschwindigkeit an. Gleichzeitig erfolgt eine
Deaktivierung der adsorbierten Lipase. Mit der Zunahme adsorbierter Lipasemenge ver-
ringert sich zum einen die Adsorptionsgeschwindigkeit. Zum anderen nimmt die Deak-
tivierung adsorbierter Lipase zu. Beide Prozesse (Lipaseadsorption und -deaktivierung)
erreichen nach zwei Minuten einen Gleichgewichtszustand, der lediglich nur eine Minute
andauert. Die Reaktionsgeschwindigkeit bleibt innerhalb dieser Zeit konstant. Danach
u¨berwiegt die Deaktivierung, die ein Absinken der Reaktionsgeschwindigkeit zur Folge
hat. Rietsch et al. [70] beobachteten bei der Lipase-katalysierten Hydrolyse an einem
o/w-Monolayer ebenfalls eine Induktionsphase und einen kurzen Zeitbereich, in dem
die Reaktionsgeschwindigkeit konstant war. Sie erkla¨rten dieses Verhalten ebenfalls mit
dem gleichzeitigen Auftreten von Adsorption und Deaktivierung der Lipase.
Fazit Der Verlauf der grenzfla¨chenspezifischen Reaktionsgeschwindigkeit (rˆ0 →
rˆ (t)) wird durch aktivita¨ts- und umsatzbedingte Pha¨nomene bestimmt. Dabei kann
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die Reaktionsgeschwindigkeit durch zwei funktionale Ausdru¨cke f1 und f2 beschrieben
werden, wobei in f1 die Aktivita¨t und in f2 der Umsatz eingehen.
rˆ ∝ f1 (a) f2 (XO¨l) (4.24)
Regime a wird u¨berwiegend durch die Funktion f1 beschrieben, Regime b hingegen
wird hauptsa¨chlich durch den Zusammenhang f2 beeinflusst.
Allgemeiner betrachtet, unter Beru¨cksichtigung der Variation der Lipasemenge so-
wie der pH- und Temperaturabha¨ngigkeit, ergibt sich fu¨r die grenzfla¨chenspezifische
Reaktionsgeschwindigkeit folgender Zusammenhang:
rˆ = k (T, pH) f (ce0, a, XO¨l) (4.25)
Aufgrund der Beobachtung, dass sich die Emulsionseigenschaften bei Variation von
nur einem Reaktionsparameter (z. B. der Ru¨hrergeschwindigkeit oder dem Volumen-
verha¨ltnis der Phasen) in hohem Maße a¨ndern und schlecht reproduzierbar sind, wurde
von der Erstellung eines Modells, welches sowohl die reaktionsspezifischen als auch die
physikalischen Pha¨nomene befriedigend beschreibt, abgesehen. Zudem fehlte fu¨r eine
Modellvalidierung eine zuverla¨ssig quantitative Erfassung der wichtigen Einflussgro¨ßen
Aktivita¨t und Phasengrenzfla¨che, da beide Gro¨ßen unter den gegebenen Umsta¨nden
nur qualitativ zuverla¨ssig beschreibbar waren.
Maximale Reaktionsgeschwindigkeit rˆ0 Die maximale Reaktionsgeschwindigkeit
rˆ0 entspricht bei der betrachteten Reaktion der Reaktionsgeschwindigkeit am Ende
der Induktionsphase. In Abb. 4.22 sind die maximalen Reaktionsgeschwindigkeiten in
Abha¨ngigkeit der untersuchten Lipasekonzentrationen dargestellt. Nicht fu¨r alle Lipa-
sekonzentrationen konnte ein zuverla¨ssiger Wert fu¨r rˆ0 bestimmt werden (gefu¨llte Krei-
se). Fu¨r die Lipasekonzentrationen 10 und 200µg/ml wurde aus versuchstechnischen
Gru¨nden keine Induktionsphase identifiziert. Fu¨r beide Fa¨lle wurde fu¨r rˆ0 der maxi-
male Wert der Messreihe verwendet. Bei der Lipasekonzentration von 200µg/ml liegt
die maximale Reaktionsgeschwindigkeit deutlich niedriger als erwartet. Aufgrund der
hochkonzentrierten Lipaselo¨sung besteht die Mo¨glichkeit, dass die Lipasemoleku¨le be-
reits bei der Pra¨paration der Lo¨sung (aufgrund von Agglomeration) und/oder wa¨hrend
des Adsorptionsprozess in hohem Maße deaktiviert wurden.
Die adsorbierte Lipasemenge, die grenzfla¨chenspezifische Ha¨ufigkeit der O¨lmoleku¨le
sowie die Lipaseaktivita¨t werden als wesentliche Einflussgro¨ßen fu¨r die maximale Re-
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Abbildung 4.22: Abha¨ngigkeit zwischen maximaler Reaktionsgeschwindigkeit und
Enzymkonzentration (gefu¨llte Kreise: siehe Erla¨uterungen im Text; Anpassungskurve
gema¨ß Gl. 4.27)
aktionsgeschwindigkeit erachtet. Dabei steht die adsorbierte Lipasemenge in direktem
Zusammenhang mit der Lipasekonzentration der wa¨ssrigen Lo¨sung ce0 (Abb. 4.12 (B),
S. 84). Die grenzfla¨chenspezifische Konzentration der O¨lmoleku¨le, d. h. wie dicht die
O¨lmoleku¨le im Grenzfla¨chenfilm gepackt sind, wird in erster Linie durch die Moleku¨lei-
genschaften der in beiden Grenzfla¨chenfilmen befindlichen Substanzen sowie durch die
Tropfengro¨ße bestimmt. Das verwendete Phosphatpuffer/O¨l-Verha¨ltnis γw/o beeinflusst
diese Eigenschaften maßgeblich. Die Lipaseaktivita¨t a0 am Ende der Induktionsphase
wird vermutlich u¨berwiegend durch die Agglomeration der Lipasemoleku¨le, den Ad-
sorptionsschritt an der O¨l/Wasser-Grenzfla¨che und Scherkra¨fte bestimmt. Zusammen-
gefasst ergibt sich fu¨r die maximale Reaktionsgeschwindigkeit die folgende Abha¨ngig-
keit:
rˆ0 = f (ce0, a0) (4.26)
Der in Abb. 4.22 dargestellte Zusammenhang zwischen maximaler Reaktionsge-
schwindigkeit und Lipasekonzentration entspricht einem Sa¨ttigungsverlauf und wird
mit folgender Anpassungsgleichung gut beschrieben (R2 = 0, 993 ),
rˆ0 =
kˆ1 kˆ2 ce0
1 + kˆ2 ce0
(4.27)
dabei entsprechen kˆ1 = 3, 464mmol (m
2 min)−1 und kˆ2 = 0, 077ml (µgLipase)
−1 den
Anpassungsparametern. Mit zunehmender Lipasemenge in der wa¨ssrigen Phase ver-
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ringert sich der freie Platz an der Phasengrenze. Eine Anlagerung nicht adsorbierter
Lipase wird mit steigender bereits adsorbierter Lipasemenge zunehmend schwieriger.
Ab einer Lipasekonzentration von 20µg/ml verringert sich die Zunahme der maxima-
len Reaktionsgeschwindigkeit mit zunehmender Lipasekonzentration in der wa¨ssrigen
Phase erheblich und rˆ strebt dem Grenzwert 3, 5 entgegen. Es wird vermutet, dass die
Phasengrenzfla¨che beim Erreichen des Grenzwertes mit Lipase gesa¨ttigt vorliegt.
4.3 Wirtschaftliche Lipasekonzentration
Die Halbwertszeiten10 t1/2 von Lipasen in einer Emulsion (in dieser Arbeit 2 bis 5,4
Stunden, vgl. Tab. 4.1, S. 75) liegen deutlich unter den Halbwertszeiten jener Lipasen,
die auf festen Materialien adsorbiert sind (z. B. 6 [37] und 43 [67] Tage)11. Bei hohen
Lipasepreisen (251 e/100 g)12 ist deshalb die Verwendung einer wirtschaftlichen Li-
pasekonzentration wichtig. Damit ist diejenige Konzentration gemeint, bei welcher in
kurzen Zeitra¨umen hohe Umsa¨tze erzielt werden, bei gleichzeitig geringem Lipaseu¨ber-
schuss in der wa¨ssrigen Phase.
Bei den reaktionskinetischen Untersuchungen im Emulsionssystem war es nicht
mo¨glich, die Grenzfla¨chenspannung zwischen Tropfen- und kontinuierlicher Phase zu
messen. Dementsprechend konnte kein Belegungsgrad θe nach einer in dieser Arbeit
vorgestellten Methode ermittelt werden (Abschn. 4.2.1.1, S. 84). Fu¨r eine Abscha¨tzung
einer mo¨glichen Grenzfla¨chenbelegung wurde der theoretische Belegungsgrad Υ heran-
gezogen (Gl. 4.12, S. 86). Dieser berechnet sich im Falle einer Emulsion wie folgt:
Υ =
Platzbedarf der Lipasemoleku¨le (m2)





Tab. 4.6 zeigt die theoretischen Belegungsgrade Υ fu¨r die untersuchten Lipasekon-
zentrationen zusammen mit den Reaktionszeiten tGG beim Erreichen der Gleichge-
wichtsumsa¨tze XGG sowie den erzielten Umsa¨tzen nach drei Stunden Reaktion. Die
geringen Werte der theoretischen Belegungsgrade zwischen 2% und 40% fu¨r ce0 =
2 − 60µg/ml deuten auf eine große Grenzfla¨che hin, die nicht mit Lipase gesa¨ttigt
vorliegt, im Gegensatz zu ce0 = 200µg/ml (Υ = 1, 36 ).
10bezogen auf die Lipaseaktivita¨t
11In beiden Fa¨llen wurde Lipase aus Candida rugosa auf Zellulose-Membranen adsorbiert.
12Preis fu¨r die Lipase aus Candida rugosa Typ VII von Sigma Aldrich (2007)
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Tabelle 4.6: Theoretische Belegungsgrade Υ, Reak-
tionszeiten zum Erreichen des Endumsatzes XGG und
Umsa¨tze nach drei Stunden Reaktionszeit bei der bio-
katalytischen Hydrolyse von Rapso¨l im Emulsionssys-
tem bei den verwendeten Reaktionsbedingungen
ce0 Υ tGG (XGG) X (t = 3h)
µg/ml h
2 0,02 44,20 0,41
8 0,11 32,60 0,60
20 0,14 9,80 0,83
40 0,29 5,80 0,88
60 0,40 2,70 0,90
200 1,36 1,20 0,93
Allerdings tritt ein Widerspruch bezu¨glich der Υ-Werten der Lipasekonzentrationen
zwischen 60 und 200µg/ml und den in Abschn. 4.2.2.2 (S. 94) gewonnen Erkenntnissen
auf. Aufgrund des nahezu gleichen Verlaufs der volumenspezifischen Phasengrenzfla¨che
bei ce0 = 60 und 200µg/ml wurde auf eine Sa¨ttigung der Grenzfla¨che geschlossen.
Eine mo¨gliche fehlerhafte Bestimmung der Tropfengro¨ße (Abschn. 3.3.3, S. 57) bzw.
Phasengrenzfla¨che wird als Ursache fu¨r diesen Widerspruch ausgeschlossen, da dies zu
noch kleineren theoretischen Belegungsgraden gefu¨hrt ha¨tte.
Die Ermittlung einer optimalen Lipasekonzentration ist mit den vorliegenden Da-
ten nicht mo¨glich. Als wirtschaftlich sinnvolle Lipasekonzentration fu¨r das in dieser
Arbeit betrachtete Reaktionssystem werden Werte aus dem Konzentrationsbereich zwi-
schen 20 und 40µg/ml erachtet. Mit Lipasekonzentrationen dieser Gro¨ßenordnung wird
die Zielstellung, in kurzer Zeit mit einer geringstmo¨glichen Lipasekonzentration hohe




Im Rahmen dieser Arbeit wurde die Hydrolyse von Rapso¨l mit einer Lipase aus Candida
rugosa in einem Emulsionssystem (w/o) hinsichtlich der Lipaseaktivita¨t und grenz-
fla¨chenbezogenen Reaktionsgeschwindigkeit unter Variation von untersuchungsrelevan-
ten Parametern studiert. Dabei ist es gelungen, den Reaktionsfortschritt und die Grenz-
fla¨chengro¨ße des Zweiphasensystems parallel mit innovativen Methoden zu bestimmen.
Die kontinuierliche Bestimmung der Fettsa¨uremenge im dynamischen Zweiphasen-
system in hoher zeitlicher Auflo¨sung mittels einer entwickelten infrarotspektroskop-
ischen Methode ist nachweislich in guter Qualita¨t gelungen. Zur Detektion der mittle-
ren Tropfengro¨ße wurde die Photonendichtewellen-Spektroskopie in einem dynamischen
Emulsionssystem (25 Vol.-% disperse Phase) angewandt. Eine abscha¨tzende Untersu-
chung mittels Mikroskopie ergab, dass mit dieser Methode die zeitabha¨ngige Entwick-
lung der Tropfengro¨ße qualitativ gut beschreibbar ist.
Die Untersuchung des Reaktionseinflusses bei Variation der Reaktionsparameter
pH-Wert, Temperatur, Verha¨ltnis der Substratvolumina und Ru¨hrergeschwindigkeit
ergab folgende Ergebnisse:
◦ Bei Verwendung eines pH-Wertes von 6,5 und einer Temperatur von 35 ◦C wurde
eine maximale Spaltfa¨higkeit der Lipase bei verschiedenen Reaktionszeiten erzielt.
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◦ Eine Volumenvariation der dispersen Phase zwischen 18% und 30% fu¨hrte zu kei-
ner signifikanten A¨nderung der Anfangsreaktionsgeschwindigkeit. Dieser Befund
ergab sich fu¨r alle untersuchten Lipasekonzentrationen.
◦ Eine Erho¨hung der Ru¨hrergeschwindigkeit fu¨hrte zu einem Anstieg der Umset-
zungsgeschwindigkeit. Dies wird mit einer Verringerung der Tropfengro¨ße be-
gru¨ndet. Mit zunehmender Ru¨hrergeschwindigkeit erreicht die Umsetzungsge-
schwindigkeit einen Grenzwert.
Ein Aktivita¨tsverlust der Lipase wurde sowohl in geru¨hrter Enzymlo¨sung als auch
im Emulsionssystem (wa¨hrend der Reaktion) festgestellt. Im Fall von geru¨hrter En-
zymlo¨sung wird dieser hauptsa¨chlich der Wirkung von Scherkra¨ften zugeschrieben. Hin-
gegen der Aktivita¨tsverlust im Emulsionssystem, wa¨hrend der Lipolyse, u¨berwiegend
durch die Lipaseadsorption an der o/w-Grenzfla¨che begru¨ndet wird. Bei Verwendung
ho¨herer Lipasemengen wurde in beiden Systemen eine sta¨rkere Aktivita¨tsabnahme be-
obachtet.
Bei Betrachtung der grenzfla¨chenspezifischen Reaktionsgeschwindigkeit in Abha¨n-
gigkeit von der Reaktionszeit sowie vom Umsatz, wurden drei reaktionsbestimmende
Bereiche identifiziert: Induktionsphase, Regime a und Regime b. In der Induktionsphase
adsorbiert Lipase an der Grenzfla¨che unter gleichzeitigem Auftreten von Lipasedeak-
tivierung, so die Vermutung. In Regime a wird die Abnahme der Reaktionsgeschwin-
digkeit durch einen u¨berwiegenden zeitabha¨ngigen Effekt der Aktivita¨tsabnahme be-
gru¨ndet. In Regime b wird eine weitere Verringerung der Umsetzungsgeschwindigkeit
durch die Reaktion bedingten Pha¨nomene, wie eine geringer werdende Substratkon-
zentration und Fettsa¨ureinhibierung der Lipase vermutet.
Untersuchungen zu Vorga¨ngen an der Phasengrenzfla¨che wurden anhand von Pen-
dant-Drop-Messungen unternommen. Die Abnahme der Grenzfla¨chenspannung auf-
grund der grenzfla¨chenaktiven Reaktionsteilnehmer wurde durch zwei Bereiche cha-
rakterisiert. Im physikalischen Regime wird die Abnahme der Grenzfla¨chenspannung
hauptsa¨chlich durch die Lipaseanlagerung an die Grenzfla¨che, die am Ende des physika-
lischen Regimes einen Gleichgewichtszustand erreicht hat, vermutet. Durch Fettsa¨ure-
adsorption an freie Bereiche der Grenzfla¨che wird im chemischen Regime die Grenz-
fla¨chenspannung weiter abgesenkt. Es wird angenommen, dass Lipase Fettsa¨uren an
der Grenzfla¨che verdra¨ngt.
Eine Methode wurde hergeleitet, mit welcher aus Grenzfla¨chenspannungsdaten der
Belegungsgrad der Lipase an einer Oberfla¨che bekannter Gro¨ße abscha¨tzbar ist. Dabei
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wurde ermittelt, dass bei Lipasekonzentrationen < 4µg/ml die gesamte Lipasemenge
im Tropfenbulk an der Grenzfla¨che (23mm2) adsorbiert sein ko¨nnte.
Die A¨nderung physikalischer Parameter, wie z. B. Grenzfla¨chenspannung und Vis-
kosita¨t, mit zunehmenden Reaktionsfortschritt ist vermutlich die Ursache fu¨r die ge-
messene Variation des mittleren Tropfendurchmessers bzw. der volumenspezifischen
Grenzfla¨chengro¨ße. Die A¨nderung der mittleren Tropfengro¨ße bis zum Erreichen eines
Gleichgewichtswertes erfolgte innerhalb einer Stunde. Trifft die Vermutung zu, dass die
Herabsetzung der Grenzfla¨chenspannung im physikalischen Regime (ca. eine Stunde)
hauptsa¨chlich durch die Lipase erfolgt, dann wurde die A¨nderung der Tropfengro¨ße
u¨berwiegend durch die Lipaseadsorption verursacht.
Die Lipase-katalysierte Hydrolyse im Emulsionssystem ist aufgrund der geringen
Halbwertszeiten bezu¨glich der Aktivita¨t und des hohen Enzympreises nicht wirtschaft-
lich. Gelingt es zuku¨nftig nicht, die Lipase bei wesentlich geringeren Kosten zu ge-
winnen, so ist fu¨r einen industriellen Einsatz die auf Feststoffen adsorbierte Lipase
gegenu¨ber gelo¨ster, in Emulsionen verwendeter, Lipase vorzuziehen.
Ausblick Aus denen in dieser Arbeit gewonnenen Erkenntnisse und angestellten Be-
trachtungen ergeben sich folgende interessante Fragestellungen fu¨r weitere Untersu-
chungen:
◦ Physikalisches und chemisches Regime
Eine Verwendung von inaktiver Lipase mit identischen Oberfla¨cheneigenschaften
wu¨rde es ermo¨glichen, physikalisches und chemisches Regime weitergehend zu
charakterisieren. Dann wa¨re eine Aussage daru¨ber mo¨glich, welchen Anteil die
Lipase und die Fettsa¨uren jeweils an der Herabsetzung der Grenzfla¨chenspannung
im physikalischen bzw. chemischen Regime haben.
◦ Lipasemenge im Tropfenbulk
Bei den Untersuchungen am Einzeltropfen wurde angenommen, dass bei Lipa-
sekonzentrationen < 4µg/ml unter den gegebenen Reaktionsbedingungen alle in
der wa¨ssrigen Phase vorhandenen Lipasemoleku¨le an der Tropfengrenzfla¨che ad-
sorbieren (θe ≈ Υ). Bei Zutreffen dieser Annahme du¨rfte nach der Einstellung
des Adsorptionsgleichgewichtes keine Lipase mehr im Tropfen zufinden sein. Dies
ko¨nnte durch eine Bestimmung der Lipasekonzentration im Tropfen nach dem
Erreichen des Adsorptionsgleichgewichtes gekla¨rt werden.
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◦ Fettsa¨ureinhibierung
Mit Lipasen gleicher Anfangsaktivita¨t aber unterschiedlicher Fettsa¨urehemmung
wa¨re im Rahmen weiterer reaktionskinetischer Experimente der Effekt der Fett-
sa¨ureinhibierung in Regime a und b genauer studierbar und damit von den an-
deren Effekten differenzierbar.
◦ Dynamik der Lipaseadsorption
Mit Untersuchungen zur Dynamik der Lipaseadsorption, mit beispielsweise der
Ellipsometrie, wa¨ren Aussagen dazu mo¨glich, ob adsorbierte Lipase wa¨hrend der
gesamten Reaktion an der Grenzfla¨che verweilt oder zuru¨ck in die wa¨ssrige Phase
desorbiert, um erneut an der Grenzfla¨che zu adsorbieren.
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Tabelle A.1: Verwendete Chemikalien
Chemikalie Hersteller
Aceton Merck, Darmstadt, D
Ethanol Merck, Darmstadt, D
Glycerin Merck, Darmstadt, D
Isooctan Merck, Darmstadt, D
Isosulfanblau Merck, Darmstadt, D
Kalilauge in Ethanol Merck, Darmstadt, D
Kaliumdihydrogenphosphat Merck, Darmstadt, D
di-Natriumhydrogenphosphat Merck, Darmstadt, D
Lipase aus Candida rugosa Typ VII Sigma-Aldrich Chemie, Mu¨nchen, D
Phenolphthalein Merck, Darmstadt, D
Rapso¨l (raffiniert) Kunella Feinkost, Cottbus, D




B.1 Lipaseaktivita¨t in geru¨hrter Lo¨sung
Tabelle B.1: Versuchsparameter – Messung der Aktivita¨t in einer Lipa-
selo¨sung
Lipasepra¨parat Sigma Lipase VII aus Candida rugosa
Lipasekonzentration ce0 2µg/ml
Volumen 0, 1M Phosphatpuffer Vp 900ml
Temperatur T 35 ◦C
pH-Wert (0, 1M Phosphatpuffer) 6,5





B.2 Lipaseaktivita¨t wa¨hrend der Lipolyse
Tabelle B.2: Versuchsparameter – Messung der Aktivita¨t wa¨hrend der Re-
aktion im Emulsionssystem
Lipasepra¨parat Sigma Lipase VII aus Candida rugosa
Lipasekonzentration ce0 2, 4, 8µg/ml
Rapso¨lvolumen VO¨l 675ml
Volumen 0, 1M Phosphatpuffer Vp 225ml
Temperatur T 35 ◦C




B.3 Einfluss verschiedener Reaktionsparameter im
Emulsionssystem – Referenzsystem (I) und (II)
Tabelle B.3: Reaktionsbedingungen von Referenzsystem (I) – Temperatur,
pH-Wert und Ru¨hrergeschwindigkeit
Lipasepra¨parat Sigma Lipase VII aus Candida rugosa
Lipasekonzentration ce0 13 und 24µg/ml
Reaktionsvolumen VRK 100ml
Volumenverha¨ltnis γw/o 1
Temperatur T 40 ◦C
pH-Wert (0, 1M Phosphatpuffer) 6,5
Ru¨hrergeschwindigkeit nR 700min
−1
Ru¨hrerart Magnetru¨hrkern (Sta¨bchen: 3,5 × 1 cm)
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B.3 Referenzsystem (I) und (II)
Tabelle B.4: Reaktionsbedingungen von Referenzsystem (II) – Substrat-
verha¨lnis
Lipasepra¨parat Sigma Lipase VII aus Candida rugosa
Lipasemasse me0 0, 2− 3, 6mg
Reaktionsvolumen VRK 80ml
Volumenverha¨ltnis γw/o 0,23 0,33 0,45
Temperatur T 35 ◦C




Tabelle B.5: Methoden der Fettsa¨ure-
analyse bei der Untersuchung verschie-
dener Reaktionsparameter
Reaktionsparameter Analysemethode





GC-Analyse – Chromatogramm der
Reaktionsprodukte
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Abbildung C.1: Chromatogramm der Reaktionsprodukte bei 0,2% Umsatz (experi-





Die mit der Kalibriergleichung Gl. 3.23 (S. 47) berechnete Fettsa¨uremenge nFFS,FTIR
ist aufgrund des angea¨tzten ATR-Kristalls verfa¨lscht. Der Korrekturfaktor aFTIR ergibt
sich nach Gl. D.1 aus dem Verha¨ltnis von realer zur verfa¨lschten Fettsa¨uremenge zum
Zeitpunkt tend am Ende des Experimentes. Die dafu¨r beno¨tigte reale Fettsa¨uremenge





Die origina¨ren Fettsa¨uremengen nFFS,FTIR eines Experimentes multipliziert mit dem
Korrekturfaktor aFTIR ergeben die korrigierten Fettsa¨uremengen nFFS,FTIR,korr.
nFFS,FTIR,korr(t) = aFTIR · nFFS,FTIR(t) (D.2)






Tabelle E.1: Mikroskopische Bestimmung des Sauter-
durchmessers zur Validierung der PDW-Spektroskopie zu
verschiedenen Zeitpunkten einer Hydrolyse
alle gemessenen Tropfen








E Tropfengro¨ßenbestimmung mittels Mikroskopie
Tropfen bis 70 µm
Zeit dtr,32,M betrachtete Tropfenzahl
h µm -
0,58 37,06 732
0,98 41,18 534
1,77 36,52 1262
2,83 34,14 1523
Mittel ≈ 37
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